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Introduction 
 
I] LA PLACE DES ARCHEES DANS LE MONDE DU VIVANT 
 
1) LES TROIS DOMAINES DU VIVANT 
 
Découverte des trois domaines du vivant 
 
On recense à ce jour près de 1,75 million d’espèces vivantes sur terre, auxquelles viennent s’ajouter 
16 000 nouvelles espèces chaque année (Gilles Boeuf 2014). On estime par ailleurs que l’ordre de grandeur 
du taux d’extinction des espèces est de l’ordre de 1 à 2% depuis 100 000 ans (Stork 2010). Dans un souci de 
compréhension du monde qui les entoure, les scientifiques ont depuis toujours cherché à classer ces espèces 
les unes par rapport aux autres. L’intérêt de ce type de classement est multiple : il permet de retracer 
l’histoire évolutive des êtres vivants et de connaitre leurs liens de parenté. Cela permet de créer des groupes 
d’espèces possédant des caractéristiques similaires, et desquelles on peut étendre les connaissances 
obtenues sur un membre au reste du groupe, ou de les comparer à un autre groupe.  
Initialement basés sur des critères morphologiques (par exemple la classification Linnéenne en 1735), 
ces premiers classements furent abandonnés au profit de classements basés sur l’analyse de marqueurs 
génétiques et protéiques, menant à la création d’un nouveau type de classement : les arbres phylogénétiques, 
initiés par Charles Darwin (1859).  
Vers les années 1950, à la suite de travaux initiés par Ferdinand Cohn, apparait une définition et une 
classification du monde vivant en deux grands groupes basés sur la structure de leurs cellules : d'un côté les 
organismes eucaryotes, formés de cellules possédant un noyau et compartimentées, et de l’autre les 
organismes procaryotes (différents de la notion des bactéries actuelles), formés de cellules non 
compartimentées et se divisant par fission binaire (Ro Y. Stainer and C.B. Van Niel 1962). En 1964, 
Zuckerkandl et Pauling ont proposé le séquençage et la comparaison de certaines molécules (ADN et 
protéines) comme nouvelle méthode de classification. Ces molécules, de par leur distribution universelle et 
leur conservation dans le vivant (car elles évoluent lentement), offrent la possibilité de les utiliser pour 
l'étude des relations entre des organismes très éloignés (Zuckerkandl and Pauling 1965). Durant les années 
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70, c’est dans cette idée que Carl Woese et George Fox développent une technique de comparaison des 
séquences d'ARN de la petite sous-unité du ribosome (ARN 18S chez les eucaryotes et ARN 16S chez les 
procaryotes), et découvrent que non seulement les microorganismes méthanogènes ne font pas partie des  
bactéries, mais également qu'ils sont aussi éloignés de ces dernières que des eucaryotes (Woese and Fox 
1977). Cette découverte a permis de comprendre que le monde vivant ne se divisait pas en deux domaines 
(basé sur la présence ou non d'un noyau), mais en trois grands domaines : les eucaryotes, les bactéries et les 
archées (Woese, Kandler, and Wheelis 1990) (Fig. 1a).  
  
 
Figure 1 : Différents arbres phylogénétiques. (A) Arbre phylogénétique proposé par Woese et al., 1990. (B) 
Arbre phylogénétique proposé par Spang et al 2015. Illustration de Forterre P. 2015 (Patrick Forterre 2015). 
 
A 
B 
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Ces résultats, associés à ceux de la biologie moléculaire, ont permis de construire un nouvel arbre 
phylogénétique, et d’apporter un argument supplémentaire en faveur de l'unité du monde vivant, ce qui 
suggère que tous les êtres vivants descendent d'un même ancêtre commun : LUCA (Last Universal Common 
Anscestor). 
 
 
Généralité sur les caractéristiques des trois domaines 
 
Voici quelques éléments caractéristiques de chacun des trois domaines du vivant : 
- Les Bactéries, qui comprennent actuellement 92 phyla identifiés (Protéobactéria, Actinobacteria, 
Chlamydiae…) (Hug et al. 2016), sont des organismes unicellulaires procaryotes, c’est-à-dire que leurs cellules 
ne sont pas compartimentées. Elles ont une taille comprise entre 0,5 et 5 µm de longueur. Elles possèdent 
en général un chromosome circulaire, contenant une seule origine de réplication à l’opposé de laquelle se 
trouve la région de terminaison de la réplication. Les gènes peuvent être regroupés en opérons, et la 
traduction peut s’effectuer en même temps que la transcription. 
- Les Eucaryotes comprennent actuellement 5 phyla identifiés (Animalia, Plantae, Fungi…) (Ruggiero et al. 
2015). On y trouve à la fois des organismes unicellulaires et pluricellulaires, microscopiques et 
macroscopiques, dont les cellules sont compartimentées. Ces compartiments correspondent à des organites 
(noyau, réticulum endoplasmique, appareil de Golgi, mitochondries…) qui sont délimités par une membrane 
et possédant une fonction précise dans la cellule. Ces cellules possèdent un cytosquelette dynamique. La 
taille d’une cellule eucaryote est comprise entre 10 et 100 µm. Leur ADN est contenu dans le noyau de la 
cellule, il est composé de chromosomes linéaires possédant de nombreuses origines de réplication. Leurs 
gènes possèdent des introns et des exons, des mécanismes d’épissage étant nécessaires pour l’obtention 
d’ARN messagers (ARNm). 
- Les Archées comptent actuellement 26 phyla identifiés (Crenarchaeota, Euryarchaeota, Thaumarchaeota…) 
(Hug et al. 2016). Ce sont des organismes unicellulaires procaryotes, possédant une taille comprise entre 0,1 
et 15 µm. Elles possèdent un ou plusieurs chromosomes circulaires contenant une ou plusieurs origines de 
réplication. Les gènes peuvent être regroupés en opérons. Leurs protéines de réplication et de réparation de 
l’ADN sont semblables à celles trouvées chez les eucaryotes (Myllykallio et al. 2000; Raymann et al. 2014; 
Yao and O’Donnell 2016). Les archées sont connues pour leur capacité à coloniser les milieux extrêmes, mais 
elles sont ubiquitaires. Il n’y a pas d’archées pathogènes connues à ce jour. Les archées possèdent une voie 
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métabolique qui leur est propre : la méthanogenèse (Liu and Whitman 2008), ainsi qu’une composition de 
lipide membranaire unique (Gottlieb et al. 2016). 
 
Les découvertes régulières de nouvelles espèces d’archées modidient leur arbre phylogénétique, 
(Brochier-Armanet et al. 2008), ainsi que leur place dans le monde du vivant (Eme et al. 2017). De ce fait, on 
est passé successivement d’un arbre à deux branches (avant la découverte des archées), avec une branche 
pour les procaryotes et une pour les eucaryotes dont l’unique ramification correspond au dernier ancêtre 
commun partagé par l’ensemble de l’arbre (LUCA : Last Universal Common Ancestor), à un arbre à deux 
branches principales comprenant une ramification sur la branche partagée entre les archées et les eucaryotes  
(Woese, Kandler, and Wheelis 1990; Eme et al. 2017) (Fig. 1a). Cette seconde ramification correspond au 
dernier ancêtre commun entre les archées et les eucaryotes (LARKA : Last Arkarya common Nestor). La 
découverte en 2015 d’une nouvelle famille d’archée, ainsi que la découverte de certaines protéines chez ces 
archées qui sont considérées comme spécifiques des eucaryotes (actine (Ettema, Lindås, and Bernander 
2011), tubuline (Yutin and Koonin 2012)...) vient à nouveau ébranler les fondations de l’arbre phylogénétique. 
Les archées du phylum Asgard seraient, selon Spang et al (Spang et al. 2015; Eme et al. 2017), les ancêtres 
des eucaryotes, et à la base du processus d’ « eucaryogénèse », c’est-à-dire la création d’une cellule 
eucaryote à partir de son ancêtre procaryote. Un nouvel arbre phylogénétique est donc proposé (Fig. 1b). Ce 
nouvel arbre ne fait cependant pas l’unanimité auprès de la communauté scientifique et fait l’objet de 
controverses (Patrick Forterre 2015).  
Bien que l’origine de la cellule eucaryote ne soit pas connue, l’ « eucaryogénèse » étant un scénario 
possible, il ne fait aucun doute que les archées possèdent une relation de parenté avec les eucaryotes. 
Connaitre leur place exacte dans l’arbre du vivant est donc un élément essentiel à l’évolution de nos 
connaissances. 
 
 
LUCA et LARKA 
 
La recherche de parenté entre les espèces nous permet de savoir quels mécanismes moléculaires 
sont partagés entre les différents domaines du vivant ou, à plus petite échelle, entre les différentes familles. 
De telles connaissances permettent de choisir un modèle d’étude pertinent selon les questions scientifiques 
qui sont posées. Dans le cas de ma thèse, quels types d’organismes sont susceptibles de nous apporter des 
informations supplémentaires sur le fonctionnement de la réplication chez les eucaryotes ?  
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Pour y répondre, on peut se demander à quoi ressemblaient les ancêtres LUCA et LARKA, afin de 
nous aider à savoir quels mécanismes ont été hérités depuis ces ancêtres et quels organismes les partagent.  
Quelles fonctions possédait LUCA ou LARKA ? Pour répondre à cette question, on peut chercher les 
points communs entre tous leurs descendants. Dans le cas de LUCA , si l’on se penche sur « l’hypothèse du 
monde ARN » (Attwater et al. 2010), LUCA aurait directement hérité de ce monde l’activité catalytique des 
ARN, car elle est conservée dans l’ensemble du vivant. Le code génétique est également identique pour tous 
les êtres vivants, suggérant que LUCA était également capable de synthétiser des protéines. LUCA possédait 
aussi probablement des polymères d’ADN car un homologue de l’enzyme responsable de la synthèse des 
désoxynucléotides (ribonucléotide réductase) est retrouvé dans les trois domaines (Patrick Forterre, 
Jonathan Filée 2004). De même, les protéines impliquées dans la recombinaison de l’ADN (RecA chez les 
bactéries et Rad51 chez les eucaryotes) sont homologues. LUCA possédait probablement de l’ADN, de l’ARN, 
des protéines, des ribosomes, des ARNt, des recombinases et un système de réparation de l’ADN (Yao and 
O’Donnell 2016). 
Cependant, les protéines de réplication de l’ADN ne sont pas homologues, bien que très semblables 
au niveau de leur structure tri-dimensionnelle. Il existe sept familles d’ADN polymérase (A, B, C, D, X, Y et RT), 
les familles A, B et Y présentent des homologies de structure, ainsi que C et X. Les bactéries utilisent la famille 
C pour répliquer leur ADN, les eucaryotes la famille B, et les archées la famille B et D. Cela suggère que la 
machinerie de réplication aurait pu évoluer deux fois de manière indépendante depuis LUCA : une fois chez 
l’ancêtre commun des bactéries (LBCA), et une fois chez LARKA (Patrick Forterre, Jonathan Filée 2004; Yao 
and O’Donnell 2016). 
 
 
Pour la suite de cette thèse, je vais me concentrer sur les archées, et leur choix comme modèle 
d’étude se justifie par leur position dans l’arbre phylogénétique et leur lien de parenté avec les eucaryotes. 
La machinerie de réplication et de réparation de l’ADN chez les archées est semblable à celle rencontrée chez 
les eucaryotes, mais en plus simplifiée (Raymann et al. 2014) (Samson et al. 2008), ce qui permet une avancée 
plus rapide et une transposition des connaissances aux eucaryotes. De plus, les archées ont été capables de 
s’adapter à un large panel d’environnements extrêmes, ce qui leur confère des caractéristiques intéressantes 
aussi bien pour la médecine, les biotechnologies, que notre compréhension du vivant. 
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2) LES ARCHEES 
 
Diversité des archées 
 
De nombreuses archées ont été découvertes (Fig. 2), et leur présence est ubiquitaire. Elles peuvent  
contribuer jusqu’à 20% de la biomasse totale marine (DeLong and Pace 2001). 
 
 
Habitat 
 
On retrouve des archées aussi bien dans des milieux extrêmes (pH, température, pression, concentration 
en sel...) que dans la terre, la flore commensale humaine ou dans le tractus intestinal. Ainsi, Pyrolobus fumari, 
une archée hyperthermophile, détient le record de croissance à 113°C (Fig. 3a). Haloferax volcanii, une 
archée halophile, vit dans les lacs salés à 20% de sel (masse volumique) (Fig. 3b), contre 3,5% pour l’eau de 
mer. Sulfolobus acidocaldarius, une archée acidophile, vit dans des environnements extrêmement acides (pH 
= 2) et à 80°C (Rothschild and Mancinelli 2011) (Fig. 3c). Il existe aussi des organismes xérophiles (qui aiment 
les milieux pauvres en eau), alcalinophiles (adaptées aux environnements basiques (pH >10)) et psychrophiles 
(adaptées aux les températures basses), dont le record est de -20°C grâce à une concentration en sel élevée 
dans le cytoplasme, évitant ainsi à la cellule de geler (Clarke et al. 2013). 
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Figure 2 : Arbre phylogénétique centré sur les archées selon Adam (Adam et al. 2017). 
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Figure 3 : Différents milieux extrêmes où l’on rencontre des archées. (A) Cheminée hydrothermale le 
long de la dorsale océanique à plus de 2500m de profondeur (300 atm de pression) (îles Tonga) par ifremer. 
(B) Lac salé dans le nord de l’Utah (Etats-Unis) par ZED PRODUCTIONS. (C) Source chaude acide (pH =2) Parc 
national Yellowstone (Etats-Unis) par James St. John de Newark, Ohio — Flickr. 
 
 
Les archées présentent ainsi une incroyable capacité d’adaptation aux environnements extrêmes. Un 
trait particulièrement intéressant en biotechnologie, car de nombreuses applications découlent des archées 
(ou de leurs protéines), capables de résister à des conditions particulières de travail (ex : la biolixiviation pour 
le traitement des minerais (Rawlings and Johnson 2007), la bioremédiation pour la décontamination des sols, 
en laboratoire pour les réactions de PCR… ).  
Les récentes études concernant le microbiote intestinal révèlent la présence d’archées, quasiment 
exclusivement méthanogènes. Bien qu’étant minoritaires, leur impact sur la santé humaine n’est pas 
négligeable. Ces archées vivent en symbiose avec les bactéries et participent à l’évolution du microbiote, 
aussi bien par des transferts horizontaux de gènes que dans la dégradation de déchets métaboliques des 
bactéries. Tout comme les bactéries, la diversité en archée du microbiote est influencée par le régime 
alimentaire. Ainsi, bien que les archées ne soient pas pathogènes, la présence de certaines d’entre elles peut 
avoir un effet bénéfique ou délétère sur la santé humaine (Lurie-Weinberger and Gophna 2015; Moissl-
Eichinger et al. 2018). 
 
 
A B 
C 
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Morphologie et structure cellulaire 
 
Bien que la plupart des archées possèdent des formes « classiques » (tels les bacilles, coques, vibrio), que 
l’on retrouve également chez les bactéries, il existe quelques particularités morphologiques. Un exemple des 
différentes formes retrouvées chez les archées est montré figure 4.  
 
 
Figure 4 : Exemple des différentes formes retrouvées chez les archées. (A) Sulfolobus (« le lobe de    
souffre »); (B) Ignococcus (« la coque de feu ») et son symbionte, Nanoarcheum equitans (« l'archée naine 
cavalière ») © H. Huber, M. Hohn, R. Rachel & K. O. Stetter, Univ. Regensburg, Allemagne; (C) Pyrodictium (« le filet de feu ») © R. 
Rachel; (D) Nitrosopumilus (« le petit qui nitrifie »); (E) Desulfovibrio (« la virgule qui réduit le soufre 
»); (F) Pyrococcus abyssi (« la coque de feu des abysses »), où sont visibles les 
flagelles; (G) Methanosarcina (« le paquet de méthane ») © Whitehead Institute Center of Genome Research; (H) 
Haloquadratum (« le carré salé »), © Bolhuis et al., 2004; (I) Ignococcus. On observe la membrane extérieure, qui 
délimite un large espace périplasmique où transitent des vésicules, puis la membrane interne qui délimite le 
cytoplasme © Huber et al., 2006. (J) Haloferax volcanii © Naor et al.                           
Source : http://edu.mnhn.fr/mod/page/view.php?id=1596 
 
Certaines archées possèdent un flagelle, appelé archaellum (S. V. Albers and Jarrell 2018). L’article cité 
insiste sur l’intérêt du nom « archaellum », plutôt que flagelle, car leurs structures et leurs compositions 
n’ont rien de comparable bien qu’ils possèdent en commun leur fonction d’organe de motilité. 
  
J 
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Malgré leur diversité métabolique, de condition de vie, et de forme, il existe des constantes dans le 
fonctionnement des archées. La paroi cellulaire est composée d’une couche S (S layer) de glycoprotéines 
associées à la membrane plasmique, d’une épaisseur comprise entre 5 et 25 nm, qui aident au maintien de 
la morphologie cellulaire et protègent la cellule contre les chocs osmotiques (S.-V. Albers and Meyer 2011). 
La membrane cellulaire est composée d’un assemblage de bicouche et monocouche lipidique, dans laquelle 
les lipides contiennent un polymère isoprènique lié au glycérol par une liaison éther (Fig. 5) (Gottlieb et al. 
2016).  
 
 
Figure 5 : Structure de la membrane plasmique chez les bactéries et chez les archées, selon (Gottlieb et 
al. 2016). 
 
 La place des archées dans le domaine du vivant ainsi que leurs caractéristiques générales étant 
présentées, je vais maintenant m’intéresser au processus de réplication chez ces organismes, qui a été au 
cœur de mon travail de recherche. 
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II] LA REPLICATION  
 
1) GENERALITES 
 
La réplication correspond au processus par lequel la cellule copie son génome afin de le transmettre aux 
deux cellules filles. Ce processus est fondamental dans la vie d’une cellule, car des défauts de réplication 
peuvent entraîner des mutations qui seront transmises à l’ensemble de la descendance, voire entraîner la 
mort de la cellule. Il a été établi chez différents organismes, des bactéries aux eucaryotes, que des défauts 
de réplication de l’ADN induisent une augmentation de la fréquence de recombinaison, et sont ainsi une 
source importante de réarrangements chromosomiques. De plus, des liens entre défauts de réplication et 
cancer ont désormais été identifiés (Magdalou et al. 2014). Ainsi comprendre les mécanismes moléculaires 
préservant l’intégrité du génome est un enjeu majeur. 
Les mécanismes généraux de la réplication sont conservés dans l’ensemble des domaines du vivant, et 
seraient apparus deux fois au cours de l’évolution (cf. I] 1) LUCA et LARKA). Bien que ces mécanismes soient 
similaires, les protéines réalisant les différentes fonctions nécessaires à la réplication sont différentes dans 
les trois domaines du vivant. Nous avons ainsi, pour les trois domaines, des protéines jouant des rôles 
identiques, possédant des structures et des séquences plus ou moins différentes, avec la nuance que les 
protéines retrouvées chez les archées et les eucaryotes présentent de fortes similarités (Raymann et al. 2014).  
Les mécanismes de réplication archéens sont considérés comme étant plus simples que ceux présents chez 
les eucaryotes, voire même ancestraux (cf. I] 1). Pour la suite de mon mémoire de thèse, je m’intéresserai 
aux protéines archéennes de la réplication. Un résumé de toutes les protéines décrites dans cette partie est 
disponible Tableau 2, qui compare ces protéines à celles rencontrées dans les deux autres domaines du vivant 
(Kelman and Kelman 2014). 
Classiquement, la réplication se décompose en trois grandes étapes majeures :  
- L’initiation de la réplication, qui correspond aux mécanismes permettant le démarrage de la réplication. 
Elle comprend la reconnaissance de séquences particulières par des protéines d’initiation, ainsi que 
l’ouverture de la double hélice d’ADN, permettant à la machinerie de réplication de s’assembler sur l’ADN. 
- L’élongation,  qui correspond à l’étape de synthèse de l’ADN par la machinerie de réplication au niveau 
des fourches de réplication. 
- La terminaison, qui correspond à l’arrêt de la machinerie de réplication et sa dissociation de l’ADN.  
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La réplication est dite semi-conservative : elle permet d’obtenir deux molécules d’ADN génomique, 
chacune constituée d’un brin parental et d’un brin néosynthétisé. 
 
 
Les origines de réplication 
 
 La réplication commence à une séquence spécifique fixe qui s’appelle l’origine de réplication (à deux 
exceptions connues prés, chez les archées). Cette séquence est située dans une région intergénique, riche en 
A-T, et entourée par des séquences ORB (Origin Recognition Boxes), qui correspondent à des motifs répétés, 
d’une quinzaine de nucléotides, reconnus par les protéines de reconnaissance des origines (OBP) (Matsunaga 
et al. 2001, 2007; Wu et al. 2014; Samson and Bell 2016). Généralement, les gènes codant des OBP sont situés 
à proximité des origines de réplication. Les eucaryotes possèdent de nombreuses origines de réplication sur 
des chromosomes linéaires, et les bactéries une origine unique sur un chromosome circulaire. Les archées 
correspondent à un modèle hybride entre les deux : leur chromosome est circulaire, et le nombre d’origine 
varie selon les familles. Certaines archées ne possèdent qu’une origine de réplication, comme par exemple 
P.abyssi, chez qui la première origine de réplication archéenne a été identifiée (Myllykallio et al. 2000), mais 
la majorité des archées découvertes à ce jour en possèdent plusieurs, comme par exemple H.volcanii qui en 
possède trois (Norais et al. 2007; Hawkins et al. 2013). (Tableau 1).  
 
Phylum Organism No. of replication origin 
 
 
 
 
 
Euryarcheota 
Pyrococcus abyssi 1 
Haloferax volcanii 3 
Haloferax mediterranei 2 
Archaeoglobus fulgibus 1 
Halobacterium sp. NRC1 4 
Haloarcula hispanica 2 
Methanothermobacter thermoautotrophicus 1 
 
 
 
Crenarcheota 
Sulfulobus acidocaldarius 3 
Sulfulobus solfataricus 3 
Sulfulobus islandicus 3 
Pyrobaculum calidifontis 4 
Aeropyrum pernix At least 2 
Thaumarcheota Nitrosopumilus maritimus 1 
Tableau 1 : Aperçu du nombre d’origines de réplication retrouvées chez les différentes familles 
d’archées, selon Lestini et al, 2015 (Lestini, Delpech, and Myllykallio 2015). 
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L’initiation de la réplication 
 
L’initiation de la réplication s’effectue par la reconnaissance des ORB par la protéine d’initiation 
Orc1/Cdc6 (Origin recognition complex / Cell division cycle) et/ou les protéines Whip (Winged helix initiator 
protein). Les protéines Orc1/Cdc6 possèdent des homologies de séquence avec les protéines eucaryotes Orc1 
et Cdc6 dont le rôle est, respectivement, de reconnaitre les ORB et de charger l’hélicase réplicative. Les 
protéines Whip partagent des similarités de séquence avec la protéine eucaryote Cdt1 et seraient issue d’un 
élément extra-chromosomique capturé, probablement d’origine virale. Ces dernières sont spécifiques des 
crénarchées (Robinson and Bell 2007).  En général, les génomes archéens contiennent entre 1 et 9 gènes 
orc1/cdc6 (Barry and Bell 2006). Ces protéines vont localement séparer les deux brins de l’ADN grâce à leur 
activité ATPasique et ainsi former l’œil de réplication nécessaire au chargement de l’hélicase réplicative 
(Samson et al. 2016). L’hélicase réplicative correspond à la protéine MCM (mini chromosome maintenance), 
qui est un homo-hexamère dont le rôle est de séparer les deux brins d’ADN matrice en amont de la fourche 
de réplication. La réplication étant bidirectionnelle, deux hélicases sont chargées dans l’œil de réplication, 
formant ainsi le complexe de pré-réplication.  
L’œil de réplication s’ouvre de plus en plus grâce à l’action des hélicases. Des facteurs de réplication 
supplémentaires vont venir se fixer à l’œil de réplication : le complexe protéique GINS et la protéine Cdc45. 
Le complexe GINS est un tétramère qui interagit à la fois avec MCM, l’ADN polymérase, Cdc45, la primase et 
PCNA (Barry and Bell 2006; Nagata et al. 2017). Il correspond à une plateforme de recrutement et 
d’organisation de la machinerie de réplication, et est souvent indispensable à la viabilité cellulaire. La 
protéine Cdc45 ne possède pas encore un rôle clair, et sa délétion n’entraine pas de défauts majeurs de la 
réplication (Burkhart et al. 2017). Les protéines de liaison à l’ADN simple brin SSB (Single Stranded DNA 
Binding protein) vont venir protéger l’ADN simple brin généré par MCM (Dickey et al. 2008). Chez la majorité 
des archées, les SSB correspondent aux protéines RPA (replication protein A), dont la protéine ressemble à la 
protéine eucaryote. L’exception correspond aux archées hyperthermophiles du phylum crenarchaeota (par 
exemple les Sulfolobus), chez qui l’on parle de SSB car la structure de la protéine ressemble aux SSB 
bactériennes (Raymann et al. 2014). Les protéines SSB permettent d’éviter que l’ADN simple brin ne soit 
attaqué par des endonucléases, modifié chimiquement, et empêchent la formation de structure secondaire, 
favorisant ainsi la processivité de l’ADN polymérase. Il existe généralement plusieurs homologues de RPA, et 
tous ne sont pas essentiels. Chez les Sulfolobus, il n’existe qu’un seul homologue connu de SSB, qui n’est pas 
essentiel (Suzuki and Kurosawa 2019). L’ensemble (Cdc6, MCM, GINS, Cdc45, RPA) forme le complexe de pré-
initiation.  
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L’élongation 
 
Une fois le complexe de pré-initiation formé, une primase va venir se charger de chaque côté de l’œil 
de réplication, formant deux fourches de réplication actives. La primase est composée de deux sous unités 
(PriS et PriL) et synthétise des amorces ARN d’une longueur d’environ 15 nucléotides (Lao-Sirieix and Bell 
2004), indispensables à l’activité de l’ADN polymérase. La protéine RFC (Replication Factor C) est une ATPase 
permettant le chargement de la protéine PCNA (Proliferating Cell Nuclear Antigen), et s’en dissocie 
immédiatement après sa fixation à l’ADN  (O’Donnell et al. 2013). PCNA, qui est le facteur de processivité, 
est un homo-trimère en forme d’anneau. PCNA a également pour rôle la modulation de la réplication par 
association avec différents facteurs. Les protéines interagissant avec PCNA arborent généralement un motif 
PIP (PCNA Interacting Protein) (Ishino and Ishino 2012; Winter and Bunting 2012), ou un motif PIP-like, dans 
lequel une glutamine normalement conservée fait défaut. Les protéines abordant le motif PIP-like  
contiennent une région riche en lysine créant une région basique, qui les aiderait à compenser l’action de la 
glutamine manquante par des interactions électrostatiques (Hogrel et al. 2018). 
Au niveau de chaque fourche de réplication, les deux brins d’ADN ne sont pas synthétisés de la même 
manière, de par la nature antiparallèle de l’ADN et la capacité des ADN polymérases à ne synthétiser l’ADN 
que dans le sens 5’->3’. Un brin est synthétisé de façon continue (leading strand), car la polymérase se 
déplace dans le même sens que la fourche de réplication, alors que l’autre brin est synthétisé de façon 
discontinue (lagging strand, ou brin « retardé ») (Fig. 7), car la polymérase se déplace en sens opposé au sens 
de progression de la fourche. La synthèse discontinue crée une suite de fragments d’ADN, appelés fragments 
d’Okazaki, qui seront maturés pour obtenir un brin néosynthétisé continu. 
 
Les euryarchées possèdent au moins une polymérase de type B et une polymérase de type D 
(Berquist et al. 2007) (Henneke et al. 2005), alors que les crénarchées possèdent deux ou trois polymérases 
de type B (Iwai et al. 2000; Raymann et al. 2014).  Dans les cas où plus d’une polymérase est présente, cela 
soulève la question quant à une possible spécificité de brin (Rouillon et al. 2007), comme cela est observé 
chez les eucaryotes, ainsi que la question de la polymérase réplicative. Chez les crénarchées, qui ne 
possèdent que des ADN polymérases de type B, il est fort probable que la polymérase réplicative soit de type 
B, mais chez les autres archées la polymérase B n’est pas toujours essentielle (Berquist, DasSarma, and 
DasSarma 2007). Chez l’archée Thermococcus kodakarensis, la polymérase B peut être inactivée sans effet 
sur la viabilité ou la croissance, alors que la polymérase D est essentielle (Kushida et al. 2019). Toutes les 
familles de polymérase possèdent une activité de correction. Les polymérases possèdent comme substrat 
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des nucléotides triphosphates, et catalysent une réaction d’estérification entre l’extrémité libre 3’ OH d’un 
fragment d’ADN et le nucléotide ajouté, créant une liaison phosphodiester. 
Dans le cas des euryarchées, il semblerait que la polymérase D initie la synthèse de l’ADN à la fois sur 
le brin continu et le brin discontinu, et potentiellement échangerait sa place avec la polymérase B sur le brin 
continu (Henneke et al. 2005; Rouillon et al. 2007). 
 
 
Figure 7 : Fourche de réplication archéenne selon Zatopek (Zatopek, Gardner, and Kelman 2018) 
 
 
Maturation des fragments d’Okazaki 
 
Sur le brin retardé, les fragments d’Okazaki vont devoir ensuite être maturés afin de former un brin 
continu d’ADN. Toutes les amorces ARN générées par la primase vont devoir être retirées et remplacées par 
de l’ADN. Pour cela, une polymérase, des nucléases et des ligases vont être recrutées. Dans un premier temps, 
la nucléase Fen1 (Flap endonuclease 1) va être recrutée afin d’éliminer les amorces. PCNA possède un rôle 
important car il interagit avec tous les composants du complexe de maturation, permettant un recrutement 
séquentiel des protéines (Greenough et al. 2015; Beattie and Bell 2012) l’amorce ARN de l’ADN matrice, 
menant à la formation d’une queue flottante et permettant la fixation de ’endonucléase Fen1. Fen 1 va 
couper l’amorce, et l’ADN polymérase B va synthétiser l’ADN pour combler le trou (Henneke 2012; Cannone 
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et al. 2015; W. Burkhart et al. 2017). Une ADN ligase va ensuite catalyser la liaison entre les différents 
fragments d’Okazaki. 
 
 
La terminaison 
 
 Quand la réplication est terminée, les fourches se rencontrent et la machinerie de réplication doit se 
dissocier de l’ADN. Chez les bactéries, qui possèdent aussi un chromosome circulaire, les fourches de 
réplication se rencontrent au niveau de la région de terminaison. On trouve au niveau de cette région des 
sites d’arrêt de la réplication permettant spécifiquement l’arrêt des fourches progressant dans le sens des 
aiguilles d’une montre, ou dans le sens inverse (Kelman and Kelman 2014). Cela assure une réplication précise 
du chromosome en évitant que les deux fourches ne se croisent sans s’arrêter, évitant une sur-réplication du 
génome. Il semblerait que chez les archées, il n’y ait pas de région terminale, et que la rencontre de deux 
fourches de réplication se fasse de manière aléatoire, sans localisation particulière, comme cela semble 
également être le cas chez les eucaryotes (Duggin, Dubarry, and Bell 2011).  
Chez les bactéries, il existe des sites dif, dont la fonction est de recruter des recombinases Xer afin d’éviter 
les dimères de chromosomes en cas de nombre impaire d’évènements de recombinaison. Les archées 
contiennent des séquences dif similaires à celles trouvées chez les bactéries (Duggin, Dubarry, and Bell 2011), 
mais dont la localisation varie selon les espèces. On retrouve également des homologues de Xer, laissant 
penser que les mécanismes de terminaison concernant la recombinaison chez les archées ressembleraient à 
ce que l’on trouve chez les bactéries (Cortez et al. 2010).  
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Tableau 2 : Tableau résumé des enzymes impliquées dans la réplication. Les protéines et les 
caractéristiques  bactériennes sont en rouge, les protéines et les caractéristiques eucaryotes sont en bleu, 
et les protéines et les caractéristiques spécifiques aux archées sont en vert. Selon Kelman, 2014 (Kelman 
and Kelman 2014). 
 
 
2) DISCUSSION SUR LA REGULATION DE L’INITIATION 
 
Dans le cas des archées possédant plusieurs origines de réplication, on constate que ces origines  ne sont 
pas réparties uniformément le long du chromosome. Les fourches de réplication se déplaçant à vitesse 
identique (Duggin, Dubarry, and Bell 2011), cela implique la présence de mécanismes de régulation, soit pour 
l’initiation, soit pour la terminaison (Lestini, Delpech, and Myllykallio 2015). Par exemple, chez les archées 
Sulfolobus solfataricus et Sulfolobus acidocaldarius, qui possèdent chacune trois origines de réplication, 
l’activation des origines se fait de manière synchrone (Coker et al. 2009). A cela s’ajoute le fait que certaines 
archées étant polyploïdes, il existe potentiellement des mécanismes de régulation de l’initiation de la 
réplication à l’échelle des différentes copies du chromosome. Les séquences de ces origines de réplication 
(ORB) ne sont pas toutes identiques (Wu et al. 2012), est-ce un moyen pour la cellule de réguler différemment 
l’activation de ses origines ?  
 28 
 
Beaucoup d’études ont déjà été réalisées dans le but de comprendre comment la cellule régule 
l’activation de ses origines de réplication. Comme vu dans le chapitre II] 1) – l’initiation de la réplication est 
la première étape de la réplication qui consiste en la liaison des OBP sur les ORB. 
 Une méthode permettant de déterminer quel est le rôle de chaque élément est leur délétion. Ainsi, 
plusieurs études ont visé à supprimer les origines de réplication ou les OBPs, menant à des résultats 
étonnants et parfois très différents d’une espèce à l’autre, indiquant une régulation complexe de l’initiation.  
Le nombre de gènes orc1/cdc6 n’est pas corrélé avec le nombre d’origine de réplication. Souvent, ces 
gènes sont situés à proximité des origines de réplication (Wu et al. 2012). Par exemple dans le cas de l’archée 
Halobacterium salinarum qui possède quatre origines de réplication, seulement deux gènes orc1/cdc6 sur 
dix sont situés à proximité des origines de réplication. Ces deux OBPs se lient spécifiquement à l’origine située 
à proximité. De plus, sept des dix analogues de Orc1/Cdc6 ne sont pas essentiels à la viabilité cellulaire, cela 
suggère la présence de mécanismes complexes de régulation de l’initiation, qui peuvent être impliqués dans 
la régulation de la croissance en fonction des conditions de culture ou du stress cellulaire (Coker et al. 2009).  
Les archées de la famille des Sulfolobus possèdent trois origines de réplication (OriC1 à 3), trois gènes 
orc1/cdc6 (Orc1-1 à 3) et un gène whip (cf. II] 1) ). Les gènes orc1-1, orc1-3, et whip sont chacun situés près 
d’une origine de réplication. Chez S. solfataricus, les protéines Orc1-1, Orc1-2 et Whip sont capables de se 
lier à chaque origine, et la protéine Orc1-3 est capable de se lier aux origines Oric2 et Oric3. On ne sait 
cependant pas si la liaison de n’importe quelle protéine Orc1/Cdc6 est suffisante pour activer l’origine. Chez 
S. islandicus, aucun des trois gènes Orc1/Cdc6 n’est essentiel, et leur délétion n’entraine pas de retard de 
croissance, bien qu’au moins un soit nécessaire pour la viabilité cellulaire. OriC1 est dépendante pour son 
activation de la protéine Orc1-1, OriC2 de Orc1-3, et OriC3 de la protéine Whip (Samson et al. 2013). Chez S. 
acidocaldarius, les trois origines de réplication sont utilisées dans chaque cellule et à chaque division, avec 
une activation coordonnée des deux premières, alors que la troisième semble avoir moins de contraintes 
temporelles (Gristwood et al. 2012).  
 
Que se passe-t-il lorsque l’on supprime le couple origine/OBP ? C’est la question que se sont posée 
Wu et al chez H. hispanica, dont le génome possède deux origines de réplication. La délétion d’une origine 
de réplication est viable, mais la délétion de l’OBP associée entraine de sévères problèmes de croissance, 
indiquant un rôle supplémentaire des OBP indépendant de la liaison aux ORB et MCM (Wu et al. 2012). De 
plus, au moins une origine de réplication est nécessaire à la viabilité cellulaire, indiquant leur importance 
dans l’initiation de la réplication. C’est également le cas chez H. mediterranei (Yang et al. 2015). 
Mais cela n’est pas vrai chez toutes les archées, comme le montrent les études réalisées chez 
Haloferax volcanii (Hawkins et al. 2013) et Thermococcus kodakarensis (Gehring et al. 2017).  
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Les expériences de délétion des origines qui ont été effectuées chez H. volcanii, qui possède quatre origines 
de réplication, montrent que le temps de génération est corrélé aux origines supprimées. La délétion d’une 
origine de réplication entraine un retard de croissance, et le résultat de la délétion de plusieurs origines n’est 
pas prévisible : certaines combinaisons entrainent un retard de croissance, alors que d’autres réduisent le 
temps de génération. De plus, cet organisme est capable de survivre à la délétion de l’ensemble de ses 
origines de réplication, et pousse deux fois plus vite que la souche sauvage, sans par ailleurs présenter de 
défauts de croissance (Hawkins et al. 2013). Des études de MFA (Marker Frequency Analysis) ne montrent 
aucune activation d’une origine dormante spécifique, contrairement à l’archée Haloferax mediterranei (Yang 
et al. 2015). Cela suggère une initiation aléatoire répartie uniformément sur l’ensemble du génome au sein 
d’une population cellulaire. Les auteurs proposent que l’initiation de la réplication se fasse à partir 
d’intermédiaires de recombinaison, comme cela est observé chez certains mutants de la bactérie E. coli. On 
parle alors de Réplication Dépendante de la Recombinaison, ou RDR (Asai, Bates, and Kogoma 1994). La 
souche profiterait de la réparation par recombinaison homologue de lésions spontanées de l’ADN pour initier 
la réplication à partir de ces intermédiaires de recombinaison, qui ressemblent à une fourche de réplication. 
Chez la bactérie, une protéine clef de ce processus est l’hélicase PriA, responsable du chargement d’un 
réplisome sur de tels intermédiaires de recombinaison. Les lésions étant aléatoires, cette hypothèse peut 
parfaitement expliquer le fait de ne voir aucune région privilégiée du génome comme région d’initiation de 
la réplication dans cette souche. Afin de tester cette hypothèse, les auteurs ont délété la protéine RadA, 
recombinase majeure responsable de la formation des intermédiaires de recombinaison sur lesquels 
assembler un réplisome, et montré que cette délétion est létale dans une souche ne possédant plus d’ origine 
de réplication (Hawkins et al. 2013). Une nuance est cependant à apporter à ce résultat : un mutant ΔradA 
présente un retard de croissance important (Woods and Dyall-Smith 1997). Il est donc possible que  cette 
perte de viabilité s’explique par un besoin accru de la recombinaison homologue dans un contexte sans 
origine de réplication sans impliquer directement que la recombinaison homologue permette directement la 
réplication. A noter également l’absence de protéine homologue à PriA chez les archées, cela n’excluant pas 
la possibilité qu’une protéine spécifique (qui reste à identifier) permette un chargement du réplisome sur 
des intermédiaires de recombinaison. 
Une étude similaire a été réalisée avec l’archée Thermococcus kodakarensis, dans laquelle l’origine de 
réplication et le gène Orc1/Cdc6 ont été supprimés. La souche résultante ne possède pas de défaut de 
croissance. Chez T. kodakarensis, la délétion de RadA n’est pas viable, suggérant l’utilisation de la 
recombinaison comme mécanisme d’initiation de la réplication dans un contexte sauvage. Une analyse en 
MFA ne montre pas de zone préférentielle d’initiation de la réplication, même dans la souche sauvage. Les 
auteurs proposent que la souche utilise la RDR dans un contexte sauvage, raison pour laquelle il est possible 
de supprimer à la fois l’origine de réplication et le gène orc1/cdc6 (Gehring et al. 2017). 
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 H. volcanii et T. kodakarensis sont deux modèles d’étude extrêmement intéressants et offrent un 
contexte particulier d’étude de la réplication car ils possèdent des mécanismes d’initiation de la réplication 
indépendant des origines de réplication. Ce sont également deux organismes polyploïdes. Comprendre la 
régulation de l’initiation de la réplication chez ces organismes, et comprendre comment les contextes 
génétiques et/ou environnementaux influent sur l’initiation de la réplication et sa régulation apporteraient 
des connaissances indispensables à notre compréhension de ces mécanismes. C’est pourquoi nous avons 
souhaité étudier la dynamique de réplication chez H. volcanii.  
 
 
3) HALOFERAX VOLCANII EN TANT QUE MODELE D’ETUDE 
 
Haloferax volcanii est une archée appartement au phylum des euryarchées. Elle a été isolée à partir de 
sédiments de mer morte en 1970 par Benjamin Volcani et décrite plus précisément en 1975 (Mullakhanbhai 
and Larsen 1975), mais on la retrouve également dans les lacs salés. 
 
H. volcanii est une archée aérobe et mésophile, dont la température optimale de croissance est de 45°C. 
C’est une archée halophile stricte, c’est-à-dire qu’elle a besoin d’une concentration élevée en sels 
(concentration optimale de 2,5 M) et s’est adaptée à cet environnement salé en modifiant sa concentration 
intracellulaire de sel et en adaptant la biochimie de ses protéines. Son temps de génération est de deux 
heures. Enfin, H.volcanii est pléiomorphe, en forme de disque plat ou de bâtonnet, d’environ 1 µm x 3 µm, 
et 0,5 µm d’épaisseur (Mullakhanbhai and Larsen 1975). 
 
Le génome de l’isolat sauvage DS2 d’H. volcanii se compose d’un chromosome circulaire principal de 
2,848 méga-bases ainsi que de trois méga-plasmides : pHV1 (85 kilo-base (kb)), pHV3 (438 kb) et pHV4 (638 
kb), et un plasmide pHV2 de 6,4 kb. Il présente un fort taux de GC : 65% (Hartman et al. 2010). La souche 
couramment utilisée en laboratoire est la souche H26, qui possède la délétion du gène pyrE2 (Bitan-banin, 
Ortenberg, and Mevarech 2003), codant l’orotate phosphoribosyltransférase, impliquée dans le métabolisme 
de synthèse de novo de l’uracile et est utilisée comme marqueur de sélection et de contre-sélection. De plus, 
la souche H26 a été curée du plasmide pHv2. Il est important de mentionner que dans la souche de 
laboratoire couramment utilisée, H26, le plasmide pHV4 s’est intégré au chromosome. Elle présente donc un 
génome de 3,48 mégabases comportant non plus trois origines de réplication mais quatre. C’est un 
organisme polyploïde, qui contient jusqu'à dix-huit copies de son génome en phase exponentielle de 
croissance (Breuert et al. 2006).  
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Au niveau des protéines de réplication, il existe chez H.volcanii 16 gènes orc1/cdc6 (Ludt and Soppa 2018), 
dont certains sont localisés à proximité des origines de réplication sur le chromosome ou les plasmides, et 
trois sont essentiels. Le grand nombre de gènes orc1/cdc6 laisse penser à une régulation complexe de 
l’initiation (Norais et al. 2007), il a été montré par délétion de ces gènes orc1/cdc6 que l’ensemble de ces 
gènes influent sur le nombre de copie du génome, certains favorisant un grand nombre de copies, alors que 
d’autres tendent à diminuer le nombre de copies (Ludt and Soppa 2018). H.volcanii ne possède qu’un seul 
homologue de PCNA, qui est essentiel à la viabilité (Winter et al. 2009). Elle possède trois SSB : RPA 1, RPA 2 
et RPA 3. RPA 1 et 3 ne sont pas essentielles, mais leur délétion simultanée n’est pas viable, suggérant qu’elles 
partagent un rôle commun. RPA 2 est essentielle, et sa surexpression entraine une résistance améliorée de 
la souche aux agents génotoxiques, de sorte que RPA2 semble avoir un rôle prépondérant lors de la 
réplication (Skowyra and MacNeill 2012).  
 
Malgré la polyploïdie, les manipulations génétiques chez cet organisme sont possibles car H.volcanii 
possède un mécanisme de conversion génique, défini comme le transfert non réciproque d’information entre 
deux séquences homologues, qui va homogénéiser les allèles au sein de son génome et ainsi transformer les 
souches hétérozygotes en souches homozygotes (Lange et al. 2011). 
Il existe chez H. volcanii de nombreux outils génétiques à notre disposition : la capacité à l’insertion 
et la délétion de séquences via la recombinaison homologue (Bitan-banin, Ortenberg, and Mevarech 2003), 
l’inactivation spécifique d’un gène grâce au système CRISPR (Stachler et al. 2019), la présence de vecteurs 
navettes et de marqueurs de sélection (Bitan-banin, Ortenberg, and Mevarech 2003) faisant de H. volcanii 
un modèle d’étude pertinent. Ces outils permettent notamment l’insertion et la délétion de gènes, mais aussi 
le marquage des protéines (Zatopek, Gardner, and Kelman 2018). De plus, le caractère aérobe d’H.volcanii 
permet l’utilisation d’une protéine fluorescente verte (GFP). Cependant, la forte concentration en sel 
présente à l’intérieur du cytoplasme impose l’utilisation d’un variant particulier de la GFP : le variant smRS-
GFP. Cette GFP est capable d’être soluble même à forte concentration de sels (Reuter and Maupin-Furlow 
2004), et a pu être améliorée afin d’obtenir un fluorophore possédant une fluorescence 3,3 fois supérieure 
(mGFP6) (Born and Pfeifer 2019). 
 
 Maintenant que l’on connaît les caractéristiques d’H. volcanii utiles à l’étude de la réplication et de 
son initiation, je vais m’intéresser à comment les utiliser pour obtenir de nouvelles connaissances, 
notamment grâce à la microscopie. 
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III] MICROSCOPIE 
 
Je décrirai dans un premier temps les contraintes biologiques liées à l’étude de la réplication qui ont 
guidées mon choix du type de techniques de microscopie utilisées, ainsi que leurs principes. Les types de 
microscopies photoniques (optiques) utilisées pendant ma thèse sont la microscopie à contraste 
interférentiel différentiel (DIC), la microscopie à fluorescence ainsi que de la microscopie super-résolue (SIM). 
Ce chapitre correspond à une vulgarisation de principes physiques que je ne détaillerai pas. Il a pour vocation 
d’expliquer de manière générale comment ces techniques fonctionnent, dans le but de pouvoir interpréter 
les résultats qu’elles fournissent. 
Dans un second temps, je détaillerai la façon dont ces deux techniques sont utilisées pour étudier la 
réplication.  
 
 
1) CONTRAINTES BIOLOGIQUES ET PRINCIPES DES TECHNIQUES DE MICROSCOPIE 
ASSOCIEES 
 
Les caractéristiques d’H. volcanii nous impose l’utilisation de la microscopie pour son observation. 
On cherche à observer la cellule dans son ensemble, idéalement vivante, et en grand nombre afin d’avoir un 
fort pouvoir statistique. Un microscope à champ large équipé d’un module de contraste interférentiel 
différentiel (DIC) est parfaitement adapté pour ce genre d’étude, car il ne nécessite aucune coloration des 
cellules pour les observer. Le principe de ce microscope est décrit plus bas. 
Le caractère aérobe d’ H. volcanii nous permet d’utiliser la protéine verte fluorescente GFP comme 
marqueur (car elle a besoin d’oxygène pour ses modifications post traductionnelles), il nous faut donc 
également un microscope à fluorescence. L’avantage de la fusion GFP est qu’elle permet l’observation de 
cellules vivantes avec un suivi à la fois spatial et temporel de l’objet d’étude. 
L’utilisation d’un microscope à fluorescence nous permet également d’utiliser n’importe quel type de 
marquage fluorescent si la condition de cellule vivante n’est pas indispensable, et notamment de 
l’immunomarquage en utilisant des anticorps secondaires couplés à des fluorophores chimiques. 
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Cependant, le marquage par fluorescence, qu’il soit fait grâce à une fusion GFP ou par un fluorophore 
chimique, pose la question de la résolution du microscope, qui correspond à la capacité du microscope à 
séparer et distinguer deux éléments proches. Or un marquage GFP permet de collecter un signal sur la 
présence d’une structure à l’échelle de la protéine (de l’ordre du nanomètre), qui est bien inférieure à la 
résolution qui peut être obtenue avec un microscope photonique (basé sur l’utilisation de la lumière) de 
l’ordre de la centaine de nanomètres (Fig. 8). 
 
 
Figure 8 : Schéma du chemin optique dans un microscope.  
Les microscopes modernes possèdent une architecture dite « à l’infini », ce qui permet de modifier la 
distance entre l’objectif et la lentille de tube. Concrètement, cela permet de changer le plan focal sans 
bouger l’échantillon, et de changer l’objectif du microscope facilement. 
 
La résolution d’un microscope dépend de plusieurs paramètres : de la longueur d’onde utilisée, de 
l’ouverture numérique de l’objectif, et du nombre de pixels de la caméra. Concernant ce dernier point, les 
caméras actuelles contiennent suffisamment de pixels pour qu’elles ne soient plus un facteur limitant. La 
résolution d’un microscope se calcule donc de la manière suivante : 
R𝑥𝑦 =  
𝜆
2𝑁𝐴
    𝑒𝑡     R𝑧 =  
2𝑛𝜆
𝑁𝐴²
 
Avec : Rxy la résolution latérale, Rz la résolution verticale, λ la longueur d’onde, n l’indice de réfraction et 
NA l’ouverture numérique de l’objectif. 
 
Pour une longueur d’onde de 500 nm (~ GFP), un objectif à huile d’une ouverture numérique de 1.4 
(utilisé au laboratoire), on obtient :  
Rxy ~ 200 nm     et     Rz ~ 800 nm  
 34 
 
 
 Nous connaissons maintenant les limites de notre microscope. Ces limites s’appliquent aussi bien à 
la microscopie à fluorescence qu’au contraste interférentiel, ces deux éléments étant installés sur le même 
microscope. 
 
 
La microscopie à contraste interférentiel différentiel (DIC) 
 
 Cette technique utilise les propriétés ondulatoires de la lumière. Les cellules, qui sont transparentes, 
sont traversées par un rayon lumineux et vont changer sa phase. Ce changement de phase est dû à la 
différence de composition du cytoplasme par rapport au milieu extracellulaire (organites, concentration en 
ions…).  En prenant une lumière polarisée à 45° et en la séparant en deux (un faisceau référant et un faisceau 
sonde), les deux faisceaux vont traverser l’échantillon, séparés dans le plan focal par une distance voisine de 
la résolution du microscope. Les deux faisceaux vont potentiellement subir un déphasage différent, et vont 
être recombinés, et interférer. Lorsque la traversée de l’échantillon n’induit pas de différence entre les deux 
faisceaux, ils interférent de manière destructive, provoquant l’extinction du signal. A l’inverse, si l’échantillon 
induit une différence de phase, une interférence constructive a lieu et un signal est collecté. Cette technique 
est donc sensible à la modification de la phase d’un rayon lumineux de deux points spatialement proches. 
L’avantage de cette technique est qu’elle permet l’observation de cellules vivantes sans aucune coloration ni 
marquage, et donne accès à un paramètre supplémentaire par rapport à la microscopie classique.  
  
  
Figure 9 : Haloferax volcanii observée au DIC. (A) Des cellules isolées. (B) Les mêmes cellules, 16h plus tard, 
en micro-colonies. 
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La microscopie à fluorescence 
 
 Un microscope à fluorescence est un microscope tirant avantage de la fluorescence pour 
l’observation des échantillons ainsi que pour la génération d’images. La fluorescence va être obtenue grâce 
à un fluorophore, c’est-à-dire une molécule ayant la propriété d’être excitée par une source lumineuse. 
L’excitation se fait à une longueur d’onde donnée, dépendante du fluorophore, et correspond au 
déplacement des électrons du fluorophore vers des orbites électroniques moins stables. Les électrons vont 
chercher à regagner leur état d’origine, et vont réémettre pour cela une onde lumineuse, de longueur d’onde 
plus grande que l’onde excitatrice, on parle d’émission spontanée.  
La source lumineuse d’excitation du fluorophore peut être un laser, une LED, ou une source de 
lumière blanche dont une longueur d’onde spécifique a été sélectionnée. Un des inconvénients est que les 
fluorophores ne peuvent pas absorber et émettre de la lumière indéfiniment. En effet, lorsqu’ils sont excités, 
ils possèdent une faible chance de réagir avec des radicaux oxygénés présents dans le milieu, entrainant une 
dénaturation irréversible. On parle alors de photoblanchiement. De plus, l’utilisation de longueurs d’ondes 
décalées dans l’UV (aux alentours de 300-400nm) peut entrainer un phénomène de phototoxicité, en altérant 
l’ADN par des cassures, ou par la création de dimères de thymine, car elles portent plus d’énergie.  
Une seconde contrainte à cette technique est qu’elle nécessite le couplage de l’objet d’étude, le plus souvent 
une protéine, à un fluorophore. Il existe deux façons courantes d’y parvenir : coupler un anticorps au 
fluorophore par traitement chimique, ou fusionner au niveau traductionnel la protéine d’intérêt à une 
protéine fluorescente. Concernant ce dernier point, les avancées technologiques depuis la découverte de la 
GFP sauvage chez Aequorea victoria par Osamu Shimomura, et sur optimisation par Roger Tsien (Tsien 1998), 
nous disposons aujourd’hui d’une large palette de couleurs de protéines fluorescentes optimisées pour 
beaucoup de modèles d’études (Müller-Taubenberger and Anderson 2007). 
 
La fusion de protéines à une protéine fluorescente permet l’utilisation de cellules vivantes, et donc 
un suivi de l’évolution de l’échantillon directement sous le microscope : on parle alors de Time lapse, qui 
correspond à un suivi spatio-temporel du signal de fluorescence au sein des échantillons.  
 
 En plus du développement de protéines et de marqueurs fluorescents améliorés, les microscopes et 
les ordinateurs auxquels ils sont reliés sont également de plus en plus performants. L’ensemble a permis le 
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développement d’un nouveau type de microscopie, dite « de super résolution », qui permet d’obtenir une 
résolution inférieure à 200 nm, limite due à l’utilisation des photons. 
Une première technique consiste en l’élimination sélective des signaux de fluorescence (STED pour 
Stimultaned Emission Depletion) (Hell and Wichmann 1994), permettant de mieux résoudre spatialement la 
position des fluorophores. Cette technique nécessite un faisceau d’excitation classique, mais également un 
second faisceau de désexcitation en forme d’anneau, qui induit une désexcitation des fluorophores par 
émission stimulée. En superposant les deux faisceaux, on se retrouve avec une zone de l’échantillon stimulée 
par le laser d’excitation, et immédiatement autour de celle-ci, la zone en anneau du faisceau de désexcitation. 
Les fluorophores situés à la périphérie émettent un signal lumineux d’une longueur d’onde différente des 
fluorophores présents au centre de l’anneau, il est alors possible de sélectionner la longueur d’onde collectée. 
Une seconde technique, basée sur l’utilisation de fluorophores particuliers, est la technique STORM 
(Stochastique Optical Reconstruction Microscopy) (Rust, Bates, and Zhuang 2006), ou également la technique 
PALM (Photo-Activated Localisation Microscopy), basées sur les mêmes principes. Les fluorophores d’un 
échantillon, qui sont trop proches pour être résolus spatialement par le microscope, sont activés de façon 
asynchrone afin de collecter le signal de manière séquentiel. Pour le STORM, un fluorophore particulier 
photoactivable est nécessaire. Ainsi, certains fluorophores de l’échantillon sont activés, de manière aléatoire, 
par des flashs lumineux. L’observation répétée des fluorophores permet d’obtenir une image mieux résolue, 
grâce à une localisation du signal basée sur l’ajustement d’une fonction gaussienne du profil d’émission. 
Cette technique permet d’obtenir une résolution jusqu’à 20 nm. 
L’illumination structurée (SIM pour Structured Illumination) (Gustafsson 2000) permet une amélioration de 
la résolution latérale et éventuellement axiale jusqu’à un facteur 2, (2D-SIM ou 3D-SIM). Cette technique est 
basée sur les franges de moiré : en éclairant l’échantillon par une grille de lumière, il se forme un réseau dit 
« de moiré », et il est alors possible d’extraire une image super-résolue en analysant ce réseau. Cette analyse 
repose sur l’extraction d’information haute fréquence dans le spectre de l’image. Cependant, dans ce cas, la 
résolution ne peut être améliorée que suivant une direction perpendiculaire à la grille de lumière. En pratique, 
pour obtenir une image avec une résolution améliorée suivant toutes les directions, le procédé décrit ci-
dessus est répété pour différentes orientations de la grille de lumière.  
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 STED STORM/PALM SIM 
CONCEPT 
Emission et désexcitation 
stimulée 
Activation asynchrone 
des fluorophores 
Illumination structurée 
RESOLUTION (XY) 80 nm >50 nm 100 nm 
RESOLUTION (Z) 50 nm 30 nm  
VITESSE 
D’ACQUISITION 
Moyenne Très long Long 
AVANTAGES 
Bonne vitesse 
d’acquisition 
Meilleure résolution 
latérale 
Pas besoin de 
fluorophores particulier 
INCONVENIENTS 
Photo-toxicité liée au 
laser de désexcitation 
Photo-toxicité lié au long 
temps d’acquisition 
Photoblanchiement 
important 
 
Nécessite des 
fluorophores particulier 
Super résolution limitée 
Tableau 3 : Résumé des caractéristiques principales des techniques de super résolution abordées. 
https://www.photonics.com/Articles/Challenges_and_Opportunities_in_Superresolution/a61868 (Russell 
Ulbrich) 
 
Comme pour le DIC, la microscopie à fluorescence nécessite une architecture particulière de 
microscope et ne peut donc pas être utilisée sur un microscope qui n’a pas été prévu à cet effet (Fig. 10). 
 
Figure 10 : Schéma d’un microscope à épifluorescence.  
Selon Zeugma FluorescenceFilters.svg: Krzysztof Blachnicki - derivative work of FluorescenceFilters.svg, Public 
Domain, https://commons.wikimedia.org/w/index.php?curid=12051492 
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2) PRINCIPE DU MARQUAGE DE L’ADN ET TECHNIQUES ASSOCIEES 
PERMETTANT SON OBSERVATION 
 
Une autre façon d’obtenir des informations sur la réplication est de s’intéresser à l’ADN, et plus 
particulièrement à l’ADN néosynthétisé. La voie classique pour marquer l’ADN est de permettre 
l’incorporation par une cellule en division des analogues de la thymidine à son ADN pendant un temps court. 
Il existe plusieurs analogues de la thymidine, dont certains sont présenté ci-dessous (Fig. 11) :  
 
 
Figure 11 : Les analogues de la thymidine. 
 
- Les analogues comprenant un halogène à la place du groupement méthyle de la thymidine (BrdU, CldU et 
IdU pour, respectivement : 5-Bromo/Cloro/Iodo-2’-déoxyridine (Fig. 11)). Ces analogues sont immunogènes 
et peuvent donc être reconnus par un anticorps. Cela permet une immunodetection de l’ADN néosynthétisé, 
mais l’épitope étant situé vers l’intérieur de la double hélice de l’ADN, l’immunodétection nécessite au 
préalable une dénaturation de l’ADN. Les anticorps anti-BrdU reconnaissent très bien tous les dérivés 
halogénés de la thymidine, il est alors possible de procéder à deux types de marquage : les marquages 
simples (le plus souvent avec la BrdU), et les doubles marquages en utilisant le couple CldU/IdU. L’astuce 
réside en l’utilisation de deux anticorps anti-BrdU, dont un clone particulier perd son affinité pour le CldU s’il 
est dans une solution fortement concentrée en sel.  
- Il existe un autre analogue de la thymidine : l’EdU (5-Ethynyl-2′-deoxyuridine). Cet analogue se base sur le 
principe de la chimie-click, qui correspond à la création d’une liaison covalente irréversible entre un azide 
(N3) et un alcyne (C≡C), formant un groupement thiazole (Fig. 12A), pour la détection. Le principe de cette 
chimie permet de lier covalemment n’importe quelles molécules, biologiques ou synthétiques, en ajoutant 
ces groupements azide et alcyne. Dans le cas de l’EdU, il porte le groupement alcyne, et il est possible de lui 
greffer toute autre molécule portant le groupement azide, comme un fluorophore. Cela fait de l’EdU un 
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analogue très polyvalent, et, de par la petite taille de son groupement alcyne, l’ADN ne nécessite pas de 
dénaturation de l’ADN (Fig. 12B). 
 Ces analogues présentent par ailleurs un effet cytotoxique, plus ou moins marqué selon l’analogue. 
L’effet cytotoxique de l’EdU est important et peut rendre son utilisation délicate (Gristwood et al. 2012). 
 
 
Figure 12 : La chimie-click (A) - Le principe de la chimie-click. (B) - Exemple d’application pour la microscopie 
à fluorescence. 
 
D’une manière générale, le marquage de l’ADN chez les cellules eucaryotes se fait relativement 
aisément. Chez les bactéries, il est nécessaire de construire un mutant auxotrophe pour la thymidine, afin de 
forcer la cellule à utiliser la voie de récupération des pyrimidines et aller récupérer la thymidine, ou un 
analogue, dans le milieu de culture. Chez E. coli, Pham et al ont cherché à améliorer l’incorporation des 
analogues, et ont supprimé plusieurs gènes impliqués soit dans le catabolisme des bases non canoniques 
(yjjG), soit dans le catabolisme de la thymidine (deoA/B/C). La souche résultante, eCOMB, présente une 
incorporation significativement améliorée (Pham et al. 2013). 
 
Le marquage de l’ADN par les analogues de la thymidine permet également l’étude au niveau de la 
molécule unique. Il est possible d’extraire l’ADN d’une souche qui a poussé en présence d’un analogue, et en 
étirant les fibres d’ADN sur une lamelle de verre, il est possible d’observer ces fibres avec un microscope à 
fluorescence par immunodétection. On parle dans ce cas de peignage moléculaire. En observant la 
distribution de l’incorporation des analogues sur le chromosome, un certain nombre d’informations peuvent 
alors être obtenues (mesure de la vitesse de réplication, du nombre d’origines de réplication active sur un 
B 
A 
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chromosome, leur répartition, le pourcentage d’ADN répliqué…) (Pham et al. 2013). L’intérêt de cette 
technique est de pouvoir obtenir des informations qui nous sont inaccessibles à l’échelle d’une population 
cellulaire. Par exemple, chez la levure Saccharomyces cerevisiae, où plusieurs centaines d’origines de 
réplication potentielles ont été trouvées, des gels 2D ont montré que seuls 20% de ces origines étaient actives. 
Le peignage moléculaire a pu apporter comme information supplémentaire que ces origines étaient activées 
par groupe de 2 à 5 origines adjacentes (Tuduri, Tourrière, and Pasero 2010). L’inconvénient de cette 
méthode est qu’elle ne permet pas d’avoir accès aux séquences observées, mais elle peut être couplée avec 
du FISH (Fluorescence in situ hybridization). De plus, elle nécessite une extraction de l’ADN particulièrement 
douce afin d’avoir le moins de cassures possibles de l’ADN, et elle nécessite de l’ADN linéaire. Dans les 
meilleures conditions (principalement vitesse de peignage lente et concentration ionique optimisée), il est 
possible d’obtenir des fragments jusqu’à 12 Méga-bases (Kaykov et al. 2016), le génome H. volcanii est donc 
théoriquement peignable en un seul morceau. 
 
Une méthode alternative au peignage moléculaire est l’utilisation de nanopores pour étirer et 
séquencer la molécule d’ADN. Lors du séquençage, la double hélice d’ADN est séparée et seul un des deux 
brins passe par le nanopore protéique, ce qui produit un signal caractéristique électrique selon la séquence 
qui le traverse. Cette technique est également sensible à la présence d’analogues de la thymidine, et permet 
donc, en plus du séquençage de l’ADN, de déterminer où se situent ces analogues sur le chromosome. Sur 
des cellules synchronisées de S. cerevisiae, cette technique a permis de déterminer l’activation des origines 
de réplication grâce à une incorporation de BrdU, d’étudier la fréquence d’activations d’origines trop peu 
fréquemment actives pour être détectées en travaillant avec des populations cellulaires, et d’identifier les 
évènements d’arrêts de fourches grâce à une asymétrie d’incorporation de la BrdU dans les réplicons (Müller 
et al. 2019). 
 
 
3) LE MARQUAGE DES PROTEINES ET DE L’ADN COMME OUTIL POUR ETUDIER LA 
REPLICATION 
 
De nombreuses études utilisant la microscopie ont déjà été menées dans les trois domaines du vivant 
pour étudier la réplication. Ainsi, beaucoup de mécanismes fondamentaux de la réplication ont été 
découverts chez les bactéries et les eucaryotes grâce aux fusions GFP et au marquage de l’ADN, et souvent 
grâce aux deux à la fois. Certains organismes modèles nous ont livré beaucoup de leurs secrets. C’est le cas 
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chez les bactéries comme B. subtilis (Berkmen and Grossman 2006), C. crescentus (Jensen, Wang, and Shapiro 
2001), E. coli (Reyes-Lamothe et al. 2008), et chez les eucaryotes, des levures S. cerevisiae et S. plombe, aux 
cellules de mammifères.   
Chez B. subtilis, la localisation du réplisome a été étudiée grâce à l’expression de PCNA fusionnée à la GFP. Il 
apparait que le réplisome est relativement stationnaire et situé exclusivement au milieu de la cellule, bien 
que près de la moitié des cellules présentent deux foyers de localisation du réplisome spatialement proches, 
qui peuvent fusionner ou se séparer dans un intervalle de temps court (en quelques secondes). Cette 
localisation du réplisome correspond à la localisation de l’origine de réplication au moment de l’initiation. 
Les origines de réplication déjà répliquées sont délocalisées rapidement au centre des futures cellules filles, 
et ce avant que la réplication soit entièrement terminée (Berkmen and Grossman 2006).  
Chez C. crescentus, le réplisome (complexe protéique de la machine moléculaire permettant la réplication de 
l'ADN) a également été étudié grâce à une GFP ou YFP fusionnée avec les sous-unités de la polymérase 
réplicative, ainsi que par une fusion DnaB-YFP (l’homologue de Orc). Il apparait que les deux fourches de 
réplication restent proches l’une de l’autre tout au long de la réplication. L’origine de réplication est, 
contrairement à B. subtilis, localisée au niveau d’un pôle de la cellule lors de l’initiation, et la machinerie de 
réplication se déplace doucement vers le centre de la cellule au fur et à mesure de l’avancement de la 
réplication (Jensen, Wang, and Shapiro 2001).  
Chez E. coli, la machinerie de réplication s’assemble également autour de l’origine de réplication, qui est 
située près du centre de la cellule. Les deux fourches de réplication se séparent rapidement et migrent 
chacune d’un côté de la cellule. Malgré sa localisation particulière, le réplisome est chez E. coli très 
dynamique, bougeant le long du grand axe de la cellule, et parfois allant jusqu’à se rapprocher suffisamment 
de l’autre fourche qu’ils ne soient plus dissociables avec la résolution du microscope. Il semblerait que chez 
cette bactérie, le réplisome se déplace le long de l’ADN selon le modèle d’un train sur des rails, plutôt que le 
modèle du réplisome qui fonctionnerait comme une pompe à ADN (Reyes-Lamothe et al. 2008; Reyes-
Lamothe et al. 2012). Grace à de la microscopie super résolue et une fusion des protéines de la réplication 
avec des protéines fluorescentes, il a été possible de déterminer le nombre de copies présentes de ces 
protéines dans la cellule, ainsi qu’à la fourche de réplication. Ainsi, il a été estimé que la cellule possède entre 
10 et 20 molécules d’ADN polymérase par cellule et environ 140 molécules du complexe de chargement de 
l’anneau de processivité (l’homologue de RFC). La fourche de réplication contiendrait entre 5 et 11 SSB ainsi 
que 3 polymérases réplicatives (Reyes-lamothe, Sherratt, and Leake 2010). 
 
Les eucaryotes présentent des protéines et des mécanismes liés à la réplication et la réparation 
ressemblant aux archées, cependant il existe certaines différences notables. Par exemple les séquences 
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permettant l’initiation de la réplication sont très divergentes, malgré des protéines d’initiation très 
conservées chez tous les eucaryotes. Chez les levures, les séquences d’initiation sont bien définies, alors que 
dans les cellules de mammifères, il ne semble pas y avoir de séquences consensus spécifiques (Cvetic and 
Walter 2005).Chez les cellules de mammifères, le marquage de l’ADN a permis d’observer qu’il y a entre 5 et 
20 origines activées à la périphérie du nucléole (Kennedy et al. 2000). La protéine PCNA fusionnée à la GFP a 
permis, via des expériences de Time lapse, de déterminer que les foyers de réplication apparaissaient et 
disparaissaient au cours du cycle cellulaire pour former des motifs spécifiques de chaque phase du cycle. Les 
foyers de réplication ne se déplaçant pas, cela suggère un ancrage au squelette nucléaire, et un déplacement 
de l’ADN pompé à travers la machinerie de réplication (Leonhardt et al. 2000).  
 
Chez les archées, des études similaires n’ont été réalisées que chez Sulfolobus acidocaldarius et Sulfolobus 
solfataricus.  
Chez l’archée S. acidocaldarius, l’immunomarquage de PCNA et le marquage de l’ADN a révélé qu’il n’y a pas 
de confinement des fourches de réplication : les fourches issues d’origines différentes sont indépendantes 
les unes des autres. Mais il semblerait qu’il y ait une association des fourches issues d’une même origine, et 
que celles-ci seraient associées à la périphérie cellulaire (Gristwood et al. 2012).  
Chez les archées, les exemples de marquage de l’ADN par les analogues de la thymidine sont plus rares. 
Gristwood et al se sont intéressés à la distribution de l’ADN néosynthétisé et aux fourches de réplication en 
cellule entière chez l’archée Sulfolobus solfataricus (Gristwood et al. 2012). Ils ont pour cela construit une 
souche capable d’incorporer les analogues de la thymidine. Chez Sulfolobus il n’existe pas de voie de 
récupération des pyrimidines, elle a donc été ajoutée en surexprimant la thymidine kinase (une enzyme clef 
impliquée dans la voie de récupération des pyrimidines) de P. aerophilum, une autre archée 
hyperthermophile, à partir d’un plasmide. Cela leur a permis de localiser dans la cellule l’ADN néosynthétisé 
en incorporant des analogues de la thymidine (BrdU et EdU) pendant un temps de culture court (20 min 
d’incorporation, le temps de génération étant de 4h). Ils ont ainsi pu observer une localisation périphérique 
de la machinerie de réplication, l’association des fourches issues d’une même origine, et parfois jusqu’à trois 
foyers de réplication par cellule, ce qui est interprété par les auteurs comme étant les trois origines de 
réplication de S. solfataricus. Chez S. solfataticus, un marquage de l’ADN plus long que 20 min entraine un 
marquage global de la cellule. 
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IV] LES OBJECTIFS DU TRAVAIL DE THESE 
 
Au cours de ma thèse, je me suis intéressé à la dynamique de la réplication chez l’archée Haloferax 
volcanii afin de mieux comprendre comment était initiée la réplication chez cette archée. H.volcanii est une 
archée possédant un grand nombre de copies de son chromosome principal et plusieurs origines de 
réplication. On sait également qu’elle possède un grand nombre de protéines Orc1/cdc6, qui régulent de 
manière complexe l’initiation de la réplication. Comprendre combien d’origines sont activées à chaque 
division cellulaire, et combien de copies du chromosome sont répliquées permettrait de mieux appréhender 
ces mécanismes de régulation. De plus, il est possible d’étudier cette initiation dans différentes conditions 
de stress (agent génotoxiques, irradiation aux UVs, agents bloquant la réplication, seuvrage…) pour obtenir 
plus d’informations sur la régulation de l’initiation de la réplication. 
L’étude de la souche sans origine de réplication, dans ces différentes conditions, permet également 
d’apporter des informations sur les mécanismes d’initiation. 
 Les questions que je me suis posé pendant ma thèse sont : Est-ce que toutes les origines de 
réplication sont actives dans une cellule ? Est-ce que toutes les origines de réplication sont actives sur un 
chromosome ? Est-ce que tous les chromosomes sont répliqués lors d’une division cellulaire ? Quelles 
différences peut-on observer chez la souche sans origine de réplication permettant de comprendre comment 
la réplication est initiée ? Est-ce qu’une culture subissant un stress modifie son initiation ? 
Pour répondre à ces questions, deux approches ont été abordées : 
- D’une part, grâce aux fusions de la GFP avec les protéines de la réplication, principalement RPA2, 
afin de les localiser dans les cellules à différentes étapes du cycle cellulaire (thèse de Floriane Delpech mais 
qui fait partie intégrante de mon projet). Afin d’apporter des informations dynamiques sur ces processus, j’ai 
commencé le développement d’une technique de Time Lapse en fluorescence.  
- D’autre part, afin d’apporter des informations supplémentaires et de pouvoir étudier la réplication 
sous un autre angle, j’ai mis au point le marquage de l’ADN néosynthétisé chez H. volcanii. Cela m’a permis 
de pourvoir localiser l’ADN par immunodétection, ceci dans la cellule à différentes étapes du cycle cellulaire, 
mais également afin de pouvoir étudier la réplication à l’échelle de la molécule unique. 
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Matériel et méthode 
 
 
I] SOUCHES ET CULTURE CELLULAIRE 
 
1) HALOFERAX VOLCANII 
 
Souche Génotype Utilisation Reference 
H26 ΔpyrE2 Souche de laboratoire (Allers et al. 2004) 
H1804 
ΔpyrE2, ΔtrpA, ΔoriC1, 
ΔoriC2, ΔoriC3, Δori-pHV4 
Souche de laboratoire sans origine 
de réplication 
(Hawkins et al. 2013) 
HvYC0 ΔpyrE2, Δhts/hdrB 
Marquage de l’ADN néosynthétisé 
par incorporation d’analogues de la 
thymidine 
(Delpech et al. 2018) 
HvYC1 
ΔpyrE2, Δhts/hdrB, 
gfp::rpa2 
Marquage de l’ADN  néosynthétisé 
et localisation de la protéine RPA2 
Cette étude 
HvYC2 
ΔpyrE2, Δhts/hdrB, 
gfp::hef 
Marquage de l’ADN néosynthétisé 
et localisation de la protéine HEF 
Cette étude 
HvYC4 
ΔpyrE2, ΔtrpA, ΔoriC1, 
ΔoriC2, ΔoriC3, Δori-pHV4, 
Δhts/hdrB 
Marquage de l’ADN néosynthétisé 
en absence des origines de 
réplication 
Cette étude 
HvYC5 
ΔpyrE2, Δhts/hdrB, 
ΔHVO_0968 
Délétion de la séquence putative de 
DeoA dans le but d’améliorer le 
marquage de l’ADN néosynthétisé 
Cette étude 
HvYC6 
ΔpyrE2, Δhts/hdrB, 
ΔHVO_1415 
Délétion de la séquence putative de 
Yjjg dans le but d’améliorer le 
marquage de l’ADN néosynthétisé 
Cette étude 
HvYC7 
ΔpyrE2, Δhts/hdrB, p-
(Hsa)tdk+ 
Surexpression de la thymidine 
kinase de H. salinarum 
Cette étude 
Tableau 4 : Les souches d’H. volcanii utilisées pour cette étude. 
 
La culture de Haloferax volcanii s’est effectuée dans du milieu riche YPC : 2,5M NaCl, 90mM MgCl2, 
84mM MgSO4, 54mM KCl, 3mM CaCl2, 1,8mM KOH, 12mM Tris-HCl, 5mg/mL Extrait de levure, 1mg/mL 
Peptone, 1mg/mL Casamino acids. Le milieu de culture est incubé à 45°C sous agitation (150 rpm). 
Lorsque cela est précisé, la culture est effectuée dans un milieu « casa », qui est un milieu moins riche 
ne contenant ni extrait de levure ni peptone : 2,5M NaCl, 90mM MgCl2, 84mM MgSO4, 54mM KCl, 3mM CaCl2, 
2,4M KOH, 1mg/mL Casamino acids. Le milieu de culture est incubé à 45°C sous agitation (150 rpm). 
Lors du lavage des cellules, de l’eau salé 18% (SW 18%) est utilisé pour resuspendre les cellules : 2,5M 
NaCl, 90mM MgCl2, 84mM MgSO4, 54mM KCl, 3mM CaCl2, 1,8mM KOH, 12mM Tris-HCl. 
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De la thymidine à 165 µM est ajoutée au milieu de culture pour les souches portant la délétion 
Δhts/hdrB, et du tryptophane à 200 µM est ajouté dans le cas de culture des souches portant la délétion  
ΔtrpA. 
 
Pour le marquage de l’ADN, une préculture est effectuée en YPC contenant de la thymidine, puis les 
cellules sont diluées et mises en culture dans du YPC auquel on ajoute l’analogue de la thymidine souhaité 
(BrdU, Cldu, IdU, EdU) à 100 µM. 
Les cultures sur milieu solide se sont effectuées en milieu YPC ou casa contenant 15 mg/mL d’agar. 
Pour une conservation à long terme des souches, les souches sont stockées à -80°C dans du milieu de culture 
contenant 20% de glycérol. 
 
 
2) ESCHERICHIA COLI 
 
 
Tableau 5 : Les souches d’E. coli utilisées pour cette étude. 
 
La culture liquide d’Escherichia coli s’est effectuée dans du milieu LB (H2O, 5mg/mL d’extrait de levure, 
10 mg/mL tryptone, 10mg/mL NaCl), incubée à 37°C sous agitation (150 rpm).  
Les cultures sur milieu solide se sont effectuées en milieu LB, additionné de 15 mg/mL d’agar. 
Dans le cadre des clonages, de l’ampicilline est ajoutée à 100 µg/mL pour permettre une sélection des 
transformants. 
Pour une conservation à long terme des souches, les souches sont stockées à -80°C dans du milieu de culture 
contenant 20% de glycérol. 
 
 
Souche 
Génotype Utilisation Reference 
XL-1 blue ΔmcrA183, ΔmcrCB-hsdSMR-mrr173, endA1, 
supE44 thi-1, recA1, gyrA96, relA1, lac [F- 
proAB lacIqZΔM15 Tn10] 
Construction des 
plasmides de clonage 
Chem-aligent  
#200249  
GM121 
(dam-) 
F-,dam-3, dcm-6, ara-14, fhuA31, galK2, 
galT22, hdsR3, lacY1, leu-6, thi-1, thr-1, tsx-
78 
Obtention d’ADN non 
méthylé pour la 
transformation d’H. 
volcanii 
(Allers et al. 
2004) 
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3) HALOBACTERIUM SALINARUM 
 
Souche Génotype Utilisation Reference 
Halobacterium 
salinarum 
NRC-1   Amplification du gène de la 
thymidine kinase 
(Pfeiffer et al. 2008) 
Tableau 6 : La souche d’H. salinarum utilisée pour cette étude. 
 
La culture liquide de Halobacterium salinarum s’est effectuée en milieu complet (H2O, 4,2M NaCl, 
80mM MgSO4, 25mM KCl, 10mM Sodium citrate, 3g/L Extrait de levure, 5g/L Tryptone), incubée à 45°C sous 
agitation (150 rpm). 
Je remercie l’équipe « Extrêmophiles et grands assemblages moléculaires » de Bruno Franzetti à 
Grenoble de m’avoir envoyé cette souche. 
 
 
II] DELETION DE GENES CHEZ H. VOLCANII 
 
Pour la suite des manipulations, toutes les enzymes de biologie moléculaire proviennent de chez 
thermo-scientifique (Massachusetts, Etats-unis), sauf contre-indication.  
1) PRINCIPE 
 
L’inactivation de gène se fait par l’utilisation d’un plasmide non réplicatif chez H. volcanii (pTA131 
(Allers et al. 2004)) dans lequel a été cloné deux régions chromosomiques de 300-400 pb, respectivement 
situées en amont (US) et en aval (DS) du gène à déléter. Le plasmide est un vecteur navette dérivé du 
pBluescriptII, contenant une origine de réplication chez E. coli, un marqueur de sélection chez E. coli, un 
marqueur de sélection chez H. volcanii et le gène lacZ, contenant le site multiple de clonage. L’insert est 
intégré au plasmide par la méthode sequence and ligation independent cloning (SLIC) (Li and Elledge 2007). 
Chaque insert, généré par PCR, présente une région d’homologie de 30 nucléotides avec le fragment adjacent. 
Le vecteur et les inserts sont traités séparément à la T4 DNA polymérase, dont l’activité exonucléasique va 
générer des extrémités simple brin, car le milieu de réaction ne contient pas de dNTP. Puis un mélange 
contenant chacun des fragments est réalisé pour permettre l’hybridation des extrémités simple brin par 
homologie, formant un plasmide circulaire utilisé pour transformer E. coli (Fig. 13). 
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Figure 13 : Schéma de la réaction de SLIC (Li and Elledge 2007).  
 
 Dans le but de réaliser une délétion de gène, deux inserts sont clonés : une région upstream (US), en 
amont du gène à déléter, et une région downstream (DS), en aval. Les inserts constituent ainsi deux régions 
d’homologie entre le plasmide et le chromosome. Par un premier évènement de recombinaison homologue 
dans l’une des régions d’homologie (US ou DS), le plasmide va s’intégrer dans le génome. La souche 
résultante possède alors chacune de ces régions d’homologie en deux exemplaires (Fig. 14a). Un deuxième 
évènement de recombinaison est ensuite sélectionné, qui correspond à l’excision du plasmide. En fonction 
de la région d’homologie dans laquelle va se faire le deuxième évènement de recombinaison, on va pouvoir 
obtenir deux types de souches : la souche native si l’évènement a lieu dans la même région d’homologie que 
le premier (US puis US, ou DS puis DS), et la souche mutante si chacun des évènements de recombinaison 
s’est effectué dans une région d’homologie différente (US puis DS, ou DS puis US) (Fig. 14b). 
 
 
Figure 14 : Schématisation du Pop-in/Pop-out. (A) - Insertion du plasmide. (B) - Excision du plasmide. 
 
 La sélection repose sur un marqueur, le gène pyrE2, à la fois sélectionnable et contre-sélectionnable.  
Il est porté par le plasmide et absent du chromosome dans la souche à transformer (Allers et al. 2004). Basé 
sur le métabolisme de l’uracile, la sélection des souches s’effectue sur leur capacité à synthétiser ou non 
l’UMP par la voie de novo. La souche à transformer est initialement pyrE2, donc auxotrophe pour l’uracile. 
L’intégration du plasmide supprime l’auxotrophie puisque le gène pyrE2 est intégré dans le génome : cela 
A B 
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nous permet de sélectionner les organismes transformés alors capables de pousser sur un milieu dépourvu 
d’uracile. Les souches transformées vont ensuite être mises en culture sur un milieu contenant de l’uracile 
et du 5-FOA. Le 5-FOA (acide 5-fluoro-orotique) est un précurseur impliqué dans la voie de biosynthèse des 
pyrimidines, qui ne présente pas de toxicité en lui-même pour la cellule. Il va être métabolisé au même titre 
que l’uracile pour donner du 5-FdUMP, qui est un inhibiteur de la thymidylate synthase dont l’activité est 
essentielle à la survie de la cellule : la thymidylate synthase est responsable de la synthèse du stock de dTMP 
essentiel à la synthèse d’ADN. Ainsi l’inactivation de la thymidylate synthase résultant du métabolisme du 5-
FOA entraine la mort de la cellule. Seules les cellules dont le plasmide est excisé, et qui sont de nouveau 
pyrE2, peuvent croitre en présence de 5-FOA dans le milieu car il n’est plus métabolisé par la cellule. Ces 
souches ayant excisé le plasmide peuvent correspondre soit à la souche native (50% des cas) soit à la souche 
mutante. Il nous faut donc mettre en place un crible afin de les différencier.  
 Les différents clones obtenus sont repiqués sur un milieu riche, puis la présence du gène à déléter 
révélée par hybridation sur colonies en utilisant une sonde ADN spécifique de notre insert, marquée au 
digoxygénine (DIG) et révélée par chimioluminescence . 
 
 
2) CONSTRUCTION DE PLASMIDES INTEGRATIFS 
 
Amplification des régions US et DS par PCR 
 
Les régions US et DS des différents gènes délétés ont été obtenues par PCR (polymerase chain reaction) 
en utilisant les amorces présentées dans le tableau 7. 
 
La polymérase utilisée est la Q5 (ref M0491S) de NEB (Massachusetts, Etats-unis), une polymérase de 
haute fidélité supportant un taux de GC élevé. Le mélange réactionnel a été réalisé selon les 
recommandations du fournisseur en utilisant le tampon « high GC enhancer ». Chaque produit de PCR obtenu 
est purifié par électrophorèse sur gel d’agarose grâce au kit GeneJet Gel extraction Kit (#K0691). 
 
  
 
 50 
 
Nom de 
l’amorce 
Séquence 5’->3’ Taille de 
l’amorce 
Tm Description 
RL208 CGACGGTATCGATAAGCTTGATATCGAATTGGCGAGTCGCGACGCTCGGGC 51 62 Fragment US HTS 
RL209 TTTGTACTCCCACTCGCCCGAGTTACTCATGAGAGGTGCCCTGGTTGGGTG 51 62 Fragment US HTS 
RL210 GACGACCAACACCCAACCAGGGCACCTCTCATGAGTAACTCGGGCGAGTGG 51 58 Fragment DS HDRB 
RL211 AAAAGCTGGAGCTCCACCGCGGTGGCGGCCACGCGAGTCTGCGTCGGCTCC 51 58 Fragment DS HDRB 
YC1 CGACGGTATCGATAAGCTTGATATCGAATTCCAAGCTCCGCGGTGACGGCGGG 53 69 Fragment US deoA 
YC2 CCGCGGCGAGGGATTACCCGACGGTCGGGCGAGAGAG 37 69 Fragment US deoA  
YC3 GCCCGACCGTCGGGTAATCCCTCGCCGCGGCGACCTTTTTC 41 63 Fragment DS deoA  
YC4 AAAAGCTGGAGCTCCACCGCGGTGGCGGCCTCATGATGGTGTCGCCGTCGCGGAGG 56 63 Fragment DS deoA 
YC5 CGACGGTATCGATAAGCTTGATATCGAATTCGAACGTCCTGAAGAACGCGGT 52 65 Fragment US HVO_1415 
YC6 GCCGCGGGAGCCGAGACGCTCTCTTGGAGCGGCGGCG 37 65 Fragment US HVO_1415 
YC7 GCTCCAAGAGAGCGTCTCGGCTCCCGCGGCGTCGCCGT 38 68 Fragment DS HVO_1415 
YC8 AAAAGCTGGAGCTCCACCGCGGTGGCGGCCCGCTGGGCCGTCGCATCGAGCGAGA 55 68 Fragment DS HVO_1415 
YC9 CGACGGTATCGATAAGCTTGATATCGAATTCACGTCGTCGGGTTGATGGTCC 52 55 Fragment US HVO_2370 
YC10 TCTCGCGCGACCGGTCGTCGGTGAAGCGTTGGCAA 35 55 Fragment US HVO_2370 
YC11 AACGCTTCACCGACGACCGGTCGCGCGAGAGCGTCT 36 62 Fragment DS HVO_2370 
YC12 AAAAGCTGGAGCTCCACCGCGGTGGCGGCCACCGGCATGGTCGTCGATTC 50 62 Fragment DS HVO_2370 
RL280 CCCCTTAAGTAGATTAGCCGTCGGCGTCG 29 60 PCR de PyrE2 sur pTA962 
RL281 TGCAGCCATGGCGAACGCAGC 21 60 PCR de PyrE2 sur pTA962 
RL282 GCCCATATGCACGCCATCACGAACTCC 27 60 PCR de Tdk chez H.sa 
RL283 GCCGAATTCTTACTCACGGCGCACGACATGG 31 60 PCR de Tdk chez H.sa 
RL52 ATGAGCGGCGAGGAGCTTTCTGG 23 55 Sonde hts/hdrB 
RL53 TTACTCATCGGATTCCTCCG 20 60 Sonde hts/hdrB 
RL233 GGCACCCGGTCGCCGACGGTCC 22 58 Sonde deoA 
RL234 GAATCGGCGTGACGCGGTTGCC 22 58 Sonde deoA 
RL235 
 
AGCGGCGAGACCATCTACGCCG 22 58 Sonde HVO_1415 
RL236 
 
GAGACCGGCGCGGTGGGCTCCG 22 58 Sonde HVO_1415 
RL237 
 
CGACCTCGACTACACACTCGC 21 58 Sonde HVO_2370 
RL238 
 
AGCACCTGCACCGGAAGCAGC 21 58 Sonde HVO_2370 
Tableau 7 : Liste des amorces utilisées pour le clonage. 
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Sequence and ligation independant cloning (SLIC) 
 
1 µg du vecteur pTA131 est linéarisé par digestion avec 1 U des enzymes de restrictions EcoRI et NotI à 
37°C pendant 1 heure et purifié par électrophorèse sur gel d’agarose.  
 Un traitement à la T4 DNA polymérase du vecteur digéré et des produits de PCR est réalisé selon les 
conditions suivantes : 1 µg d’ADN pour 1 U T4 DNA polymérase dans son tampon 1X (volume final de 20 µL). 
Le traitement s’effectue à 22°C pendant 45 min, et la réaction est arrêtée avec 2 µL de dCTP 1 mM. 
 L’hybridation du plasmide et des régions US et DS est réalisée en les incubant 30 min à 37°C. 150 ng 
de plasmide traité à la T4 sont utilisés, et les inserts sont ajoutés pour respecter un ratio molaire plasmide : 
US : DS de 1 : 2 : 2. 
  
 
3) TRANSFORMATION D’ESCHERICHIA COLI 
 
Les transformations ont été effectuées par choc thermique. Les cellules ont été rendues compétentes 
en les cultivant jusqu’à DO = 0,5, de manière à obtenir des cellules en phase exponentielle de croissance,  
puis en bloquant leur métabolisme en les incubant 20 min dans la glace. Les cellules ont ensuite été 
centrifugées et suspendues dans 5 mL de solution TSS froide (85% LB, 10% PEG, 5% DMSO, 50 mM MgCl2). 
Les cellules ainsi préparées peuvent être conservées quelques mois à -80°C. 
Pour la transformation, 150 µL de cellules chimio-compétentes d’E. coli XL1-Blue ont été incubées avec 
environ 10 µL du mélange de ligation pendant 30 min sur la glace. Un choc thermique est ensuite réalisé à 
42°C pendant 45 secondes, puis les cellules sont à nouveau incubées 2 min à 4°C. 850 µL de milieu LB est 
ajouté aux cellules, qui sont ensuite mises en culture à 37°C sous agitation (150 rpm) pendant 1h. Les cellules 
sont  étalées sur un milieu LB solide contenant de l’Ampicilline (100 µg/mL), de l’IPTG (1 µM) et du X-gal (80 
µg/mL), nous permettant un crible blanc-bleu des transformants. Les cellules blanches correspondent à des 
cellules transformées et possédant les régions US et DS insérées dans le site multiple de clonage du plasmide 
pTA131. 
Une fois la présence de l’insert dans le plasmide vérifiée par restriction et séquençage, il est introduit 
dans la souche GM121 (dam-) pour permettre son amplification et sa purification grâce au kit Nucléobond 
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Xtra Midi Plus (MN ref 740412.20), permettant ainsi d’obtenir du plasmide non méthylé nécessaire à la 
transformation d’ H. volcanii.  
 
Plasmide Spécificité Utilisation Référence 
pTA131 
Vecteur intégratif dérivé du pBluescript II. 
Possède un marqueur de sélection chez E. coli 
(bla), un marqueur de sélection chez H. volcanii 
(pyrE2) et une origine de réplication 
bactérienne. 
Vecteur intégratif 
chez H. volcanii 
(Allers et al. 
2004) 
pRL55 
pTA131 dans lequel sont insérées les régions US 
de hts et DS de hdrB 
Délétion des 
gènes hts et hdrB 
(Delpech et al. 
2018) 
pYC1 
pTA131 dans lequel sont insérées les régions US 
et DS de deoA 
Délétion du gène 
deoA d’H. volcanii 
Cette étude 
pYC2 
pTA131 dans lequel sont insérées les régions US 
et DS de HVO_1415 
Délétion du gène 
HVO_1415 
Cette étude 
pYC3 
pTA131 dans lequel sont insérées les régions US 
et DS de HVO_2370 
Délétion du gène 
HVO_2370 
Cette étude 
pTA962 
Vecteur non intégratif possédant un marqueur 
de sélection chez E. coli, une origine de 
réplication bactérienne, une origine de 
réplication chez H. volcanii, et deux marqueurs 
de sélection chez H. volcanii (pyrE2 et hts) 
Vecteur 
permettant une 
surexpression 
chez H. volcanii 
(Allers et al. 
2010) 
pYC4 pTA962 dans lequel est retiré le gène hts 
Vecteur 
permettant une 
surexpression  
Cette étude 
pYC5 
pYC4 dans lequel est inséré le gène de la 
thymidine kinase d’H. salinarum 
Surexpression de 
la thymidine 
kinase d’H. 
salinarum 
Cette étude 
Tableau 8 : Liste des plasmides utilisés. 
 
 
4) TRANSFORMATION D’HALOFERAX VOLCANII 
 
Pop-in 
 
 A partir d’une pré-culture en milieu liquide, la pré-culture est centrifugée pendant 10 min à 4000 rpm. 
Le culot est lavé en le resuspendant dans 2 mL de solution de sphéroplastes tamponnée (le terme 
sphéroplaste est utilisé chez H. volcanii pour désigner les cellules sans paroi, bien qu’elles ne possèdent pas 
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de peptidoglycane) (1M  NaCl ; 27 mM KCl ; 50 mM de 1M Tris HCl pH 8,5 ; 15% Sucrose) et transféré dans 
un tube eppendorf 2 ml à fond rond et centrifugé 8 min à 6000 rpm. Le culot est resuspendu dans 600 µL de 
solution de sphéroplaste tamponnée. 200 µL de la suspension sont transférés dans un nouveau tube à fond 
rond, auxquels sont ajoutés 20 µl d’EDTA 0,5M pH 8. L’ensemble est incubé 10 minutes à température 
ambiante. 30 µL de mix d’ADN est ajouté aux spheroplastes (1 à 2 µg d’ADN dam- purifié grâce au kit 
Nucléobond Xtra Midi Plus (MN ref 740412.20) dans 10 µl) ; 15 µL de solution de sphéroplastes non 
tamponnée (1M  NaCl ; 27 mM  KCl ; 15% Sucrose ; ajusté à pH 7,5 au NaOH) et incubé 5 minutes à 
température ambiante. 250 µl de solution de PEG 600 60% (480 µl de PEG 600 (réf sigma 87333) ; 320 µl de 
solution de sphéroplastes non tamponnée) sont ajoutés, et le tube est remué très doucement sans l’inverser 
et laissé incuber 30 minutes sur la paillasse. 1,5 ml de solution de dilution des sphéroplastes (18% SW 30% ; 
15% Sucrose 15% ; 3 mM CaCl2) est ajouté avant centrifugation 8 min à 6000 rpm. Le culot est récupéré avec 
1 ml de solution de régénération (YPC ; 15% de sucrose ; 1% de Thymidine 4 mg/ml), sans le resuspendre, et 
incubé 1h30 sans agitation à 45°C avant d’être mis à agiter pendant 3h environ. La culture est centrifugée 8 
min à 6000 rpm,  resuspendue dans 1 ml de 18% SW puis étalée sur milieu casa solide et incubée à 45°C 
pendant une semaine.  
 
 
Pop-out 
 
 Un transformant est strié sur milieu casa, puis mis en culture en YPC à partir d’une colonie isolée. 
Une dilution au 1/500éme est effectuée toutes les 24h pendant 3 jours, puis 100µL de la culture sont étalés 
sur un milieu casa + uracile (50 µg/mL) + 5FOA (50 µg/mL), afin de sélectionner les cellules ayant effectué le 
second évènement de recombinaison (ΔpyrE2). 
 
 
Hybridation sur colonies 
 
 50 clones sont repiqués sur milieu YPC solide, puis transférés sur une membrane de nylon. La 
membrane est récupérée et placée face « colonies » vers le haut sur un papier absorbant imbibé de 10% 
SDS et laissée incuber 2 minutes. La membrane est ensuite placée sur un papier contenant la solution de 
dénaturation (1,5M NaCl ; 0,5 M NaOH) et est laissée incuber 5 minutes,  puis deux fois sur un papier 
contenant la solution de neutralisation (1,5M NaCl ; 0,5 M Tris HCl pH 7,5 ; 1 mM EDTA) et incubée 3 minutes. 
La membrane est lavée en la trempant dans une solution de SSPE 2X (3M NaCl ; 200 mM Na3PO4 ; 20 mM 
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EDTA ; pH 7,4), puis déposée sur un papier absorbant sec pour la laisser sécher à l’air libre. La membrane est 
ensuite cross-linkée aux UVs (0,120 J/cm²). Les membranes sont incubées au moins 2h à 65°C sous agitation 
avec 25 mL de tampon de pré-hybridation (5X SSC; 1% BSA ; 0,1% N-lauroylsarcosine ; 0,02% SDS). 
Une sonde marquée au DIG est construite par PCR grâce au kit DIG Luminescent Detection Kit (Roche 
ref 11 363 514 910). La PCR s’effectue avec la polymérase Q5 décrite précédemment, avec le mélange 
réactionnel suivant : 18,5 µL d’eau, 10 µL de tampon 5X, 10 µL GC Enhancer 5X, 5 µL PCR DIG Labeling Mix, 
2.5 µL d’amorces à 10 µM, 1µL d’ADN matrice, 0.5 µL de polymérase Q5. Le produit de PCR est ensuite déposé 
sur gel grâce au kit GeneJet Gel Extraction Kit (#K0691) et la concentration en sonde est estimée par une 
mesure d’absorbance à 260 nm grâce à un nanodrop de chez Thermofisher (Massachusetts, Etats-Unis). La 
liste des amorces utilisées est disponible dans le tableau 6. 100 ng de sonde marquée au DIG est diluée dans 
un volume final de 10 µL (H20) et dénaturée 5-10 minutes à 95°C, puis placée dans la glace. Le tampon de 
pré-hybridation est éliminé, puis 25 mL de tampon frais de pré-hybridation est ajouté et chauffé à 65°C. La 
sonde est incubée avec la membrane sur la nuit à 65°C sous agitation. La membrane est lavée à 65°C avec la 
solution  de lavage 1 (2X SSC ; 0,5% SDS) pendant 10 min puis pendant 30 minutes, puis avec la solution de 
lavage 2 (1X SSC ; 0,1% SDS) préchauffée à 65°C deux fois 20 minutes et enfin avec la solution de lavage 3 
(0,1X SSC ; 0,1% SDS) préchauffée à 65°C pendant 20 minutes. 
 
La révélation s’effectue par le « DIG Luminescent Detection kit (Roche, cat N°11 363 514 910) » : la 
membrane est lavée 5 minutes sous agitation avec 15 mL de solution de lavage (0,1 M acide maléique ; 0,15 
M NaCl ; 0,3% Tween 20 ; pH 7,5), puis incubée sous agitation 2 fois 15 minutes avec 15 mL de solution de 
blocage 1X (dissoudre 1g de Blocking reagent (bottle 4) dans 100 mL de tampon d’acide Maleic  (0,1 M acide 
maléique ; 0,15 M NaCl pH 7,5)). La membrane est incubée 30 min avec 15 mL de la solution contenant 
l’anticorps (centrifuger le tube 3 Anti-Dioxigenin-AP  1 min à 10 000 rpm, puis le diluer au 1:10 000ème dans 
la solution de blocage 1X). La membrane est lavée deux fois sous agitation  pendant 15 minutes avec 15 mL 
de tampon de lavage, puis équilibrée avec 15 mL de tampon de détection (0,1 M Tris HCl ; 0,1 M NaCl ; pH 
9,5) pendant 5 minutes sous agitation. La membrane est placée dans un sac à hybridation contenant 2 mL de 
solution CSPD (diluer au 1:100ème la solution de CSPD dans du tampon de détection). Le sac est 
immédiatement fermé en évitant de former des bulles d’air, et laissé incubé à température ambiante 
pendant 5 minutes. L’excès de solution est éliminé et la membrane est incubée humide 5 à 15 min à 37°C 
avant révélation au chémidoc de chez Biorad, 60 secondes d’exposition. 
 
 
 55 
 
III] SUREXPRESSION DE LA THYMIDINE KINASE 
 
 La thymidine kinase est une enzyme clef de la voie de récupération. Dans le but d’optimiser 
l’incorporation des analogues de la thymidine, j’ai souhaité sur-exprimer la thymidine kinase. Pour éviter des 
phénomènes de recombinaison homologue, et pour éviter de modifier l’ADN chromosomique, j’ai choisi de 
sur-exprimer la thymidine kinase de H. salinarum à partir d’un plasmide. Le plasmide pTA962 est un plasmide 
réplicatif (Fig. 28, voir Résultats) (Allers et al. 2010) possédant deux marqueurs de sélection par 
compensation d’auxotrophie : une avec le gène pyrE2 et une avec le gène hdrB. Dans notre cas, le gène hdrB 
ne doit pas être présent sur le plasmide pour ne pas restaurer la voie de biosynthèse de la thymidine. Le 
plasmide pTA962 est un vecteur navette contenant une origine de réplication colE1, une origine de 
réplication pHV2, un promoteur p.tnaA et un terminateur t.Syn, ainsi que deux marqueurs de sélection pyrE2 
et hdrB. Nous avons d’abord construit un dérivé du plasmide pTA962 ne contenant plus que le marqueur de 
sélection pyrE2 (pYC5) dans lequel nous avons ensuite inséré le gène de la tdk d’H. salinarum (pYC6).  
 
 
Construction du plasmide pYC5 
 
 A partir du plasmide réplicatif pTA962, une PCR a été effectuée dans le but d’obtenir la séquence du 
gène pyrE2. Le site de restriction AflII a été ajouté coté N-ter grâce à la queue flottante de l’amorce RL280 
pour permettre une ligation avec le plasmide. Le produit de PCR a été purifié grâce au kit GeneJet Gel 
extraction Kit (#K0691). 
Le plasmide pTA962 et le produit de PCR ont été digérés par les enzymes de restriction AflII et NcoI, 
dans les conditions recommandées par le constructeur. Ils ont ensuite été purifiés grâce au kit GeneJet Gel 
extraction Kit (#K0691). Le plasmide et l’insert ont été mélangés selon un ratio 1 : 3 et liés grâce à la T4 DNA 
Ligase, utilisée selon les recommandations du constructeur. La souche E. coli XL1-Blue est transformée avec 
le mélange de ligation selon le protocole décrit précédemment (cf. II] 2)), et le nouveau plasmide, nommé 
pYC5, est extrait en utilisant le kit « Thermo scientific Gene JET Plasmid miniprep kit » référence : K0502, 
selon les recommandations du constructeur. Le plasmide pYC5 a été vérifié par restriction puis séquençage 
du gène pyrE2. 
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Construction du plasmide pYC6 
 
 L’ADN génomique d’une culture de H. salinarum a été extrait grâce au kit « Thermo scientific DNA, 
RNA and protein purification » référence : 740952,250. Le protocole utilisé est celui recommandé par le 
constructeur pour les bactéries. Le gène de la thymidine kinase est amplifié par PCR en utilisant la polymérase 
Q5 et les amorces à queue flottante RL281 et 282, permettant d’insérer les sites de restriction EcoRI et NdeI. 
Le plasmide pYC5 et le produit de PCR ont été digérés par les enzymes de restriction EcoRI et NdeI. 
Ils ont ensuite été purifiés après électrophorèse sur gel d’agarose grâce au kit GeneJET Gel Extraction Kit 
(#K0691). Le plasmide et l’insert ont été mélangés selon un ratio molaire 1 : 3 et liés grâce à la T4 DNA Ligase. 
Une bactérie E. coli XL1 est transformée avec le mélange de ligation selon le protocole décrit précédemment 
(cf. II] 2)), et le nouveau plasmide, nommé pYC6, est extrait en utilisant le kit « Thermo scientific Gene JET 
Plasmid miniprep kit » (#K0502). Après vérification du plasmide par restriction, puis par séquençage, une 
seconde transformation est effectuée dans la bactérie E. coli GM121 (dam-). Après extraction du plasmide 
dans les mêmes conditions que précédemment, cela nous permet d’obtenir un plasmide non méthylé pour 
la transformation d’H. volcanii. 
H.volcanii est ensuite transformée selon le protocole décrit en II] 3) pop-in. 
 
 
IV] MARQUAGE DE L’ADN NEOSYNTHETISE 
 
Le marquage de l’ADN s’effectue par incorporation d’un analogue de la thymidine à l’ADN. Une 
préculture avec 3 mL de YPC + thymidine à partir d’une colonie isolée est incubée une nuit à 45°C à 150 rpm. 
La préculture est centrifugée le lendemain à 4000 rpm pendant 10 min. Les cellules sont resuspendues dans 
du YPC frais contenant l’analogue de thymidine souhaité à 100 µM pour atteindre une DO de 0,1 - 0,2. Puis 
la culture est incubée à 45°C à 150 rpm le temps souhaité. Dans le cas d’un double marquage, les analogues 
utilisés sont l’IdU et le CldU. L’IdU est ajouté en premier, et le CldU est ajouté par la suite sans lavage de la 
culture. 
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V] DETECTION DE L’ADN MARQUE PAR LES ANALOGUES DE LA 
THYMIDINE 
 
La détection dépend de l’analogue utilisé. Dans le cas de l’EdU, la détection utilise le principe de la chimie-
click et est décrit dans le paragraphe ci-dessous ( 1) EdU ). Dans le cas de tous les autres analogues de la 
thymidine, qui sont des dérivés halogénés de du 2′-Deoxyuridine, la détection s’effectue grâce à un anticorps 
marqué. Les protocoles présentés sont ceux que j’ai utilisés pour la détection de la BrdU et seront donc 
orientés vers celle-ci. Des données préliminaires non publiées montrent qu’ils sont également valables pour 
les autres analogues. 
 
1) EDU 
 
Après une culture en présence d’EdU, l’ADN génomique est extrait grâce au kit NucleoSpin Tissue de chez 
MACHEREY-NAGEL. Le couplage de l’EdU et du fluorophore (Alexa 488) est réalisé grâce au kit Click-iT Edu de 
chez molecular probes (C10337). Le mélange réactionnel a été effectué selon les recommandations du 
constructeur. La réaction de couplage s’effectue avec 20 µL du mélange réactionnel ajouté à environ 500 ng 
d’ADN contenu dans 25 µL. La réaction s’effectue à température ambiante pendant 30 minutes. Une 
purification de l’ADN est nécessaire pour éliminer le fluorochrome non greffé à l’ADN, celle-ci s’effectue grâce 
à une chromatographie d’exclusion (Micro Bio-Spin Column #732-6223) car l’Alexa est retenu sur une colonne 
de silice à cause de ses charges négatives. La mesure du spectre d’émission se fait grâce à un fluorimétre. 
L’échantillon correspond à 100 ng d’ADN contenu dans un volume de 100 µL dans une cuve en quartz. 
L’échantillon est excité à 495 nm et l’on mesure le spectre d’émission entre 505 et 600 nm (le maximum 
d’émission de l’Alexa 488 est de 518 nm). 
 
 
2) LES ANALOGUES HALOGENES DE LA THYMIDINE : LE CAS DE LA BRDU 
 
Slot blot 
 
Le Slot blot consiste à déposer de l’ADN sur une membrane de nylon, puis révéler la présence d’analogue 
incorporé grâce à des anticorps primaires marqués. 
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100 ng d’ADN génomique, issu d’une culture en présence de BrdU et extrait grâce au kit NucleoSpin 
Tissue de chez MACHEREY-NAGEL, sont resuspendus dans 1 mL de TE. Grace à une pompe à vide, les 1 mL 
sont aspirés à travers des fentes, contre lesquelles est placée une membrane de nylon (Hybond N-nylon - 
0,45 micron - 82 mm – Amersham #RPN82N) imbibée de tampon SSPE 2X (cf. Hybridation sur colonie). L’ADN 
est dénaturé grâce au tampon de dénaturation, puis lavé avec la solution de neutralisation. L’ADN ainsi 
dénaturé est fixé à la membrane par cross-link aux UV (cf. Hybridation sur colonie). 
 La révélation s’effectue ensuite à la manière d’un western blot : la membrane est incubée une heure 
à RT dans un tampon PBS-BSA 5%, puis l’anticorps Anti-BrdU primaire marqué A488 (abcam #FMCAB101A) 
est ajouté au 1/100 pendant 1h à RT. La détection des anticorps s’effectue grâce au ChémiDoc de chez Biorad 
(Californie, Etas-Unis). 
 
 
Microscopie sur cellules fixées 
 
L’analogue utilisé pour la microscopie est le BrdU, dont le marquage de l’ADN passe par l’utilisation d’un 
anticorps marqué, qui nécessite une dénaturation de l’ADN car l’épitope est situé vers l’intérieur de la double 
hélice de l’ADN. Il est donc nécessaire de travailler avec des cellules fixées.  
A partir d’une colonie isolée, une première préculture sur la nuit est effectuée dans 3 mL de YPC 
supplémenté en thymidine, puis une seconde préculture est effectuée dans 30 mL pour permettre un volume 
de culture important. La seconde préculture est lavée de la thymidine par centrifugation 5 min à 4000 g, et 
resuspendue dans du YPC frais.  
 Une culture de 100 mL contenant du BrdU à 100 µM est ensemencée avec la seconde préculture à 
DO 0,2. Des prélèvements de 10 mL sont effectués à t = 0 min, 30, 60, 90, 120, 180 min et ON. Les cellules 
sont lavées du milieu de culture par une centrifugation 10 min à 4000 g, puis resuspendues dans 5 mL de SW-
HEPES 18% + 4% formaldéhyde et Incubées 1h à RT (Température ambiante) sur une roue. Les cellules sont 
placées à 4°C pour quelques jours (il faut les ré-homogénéiser par retournement 1 fois par jour). 
Toutes les étapes suivantes sont à réaliser dans des tubes Eppendorf 2 mL, et le surnageant est éliminé 
uniquement par retournement pour préserver le culot de cellule. 
2 mL de chaque prélèvement sont centrifugés pendant 5 min à 6000 rpm, le surnageant est éliminé et les 
cellules sont resuspendues dans 300 µL SW18%, dans lequel est ajouté par la suite 1.5 mL d’EtOH 70% (EtOH 
60% final) pour les perméabiliser. Les cellules sont centrifugées pour éliminer le surnageant. Les cellules sont 
lavées trois fois par centrifugation et resuspendues dans 2 mL de SW18%. 
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Les cellules sont ensuite resuspendues dans 1 300 µl SW18% + 700 µl formamide (35% formamide final) et 
incubées 1h à 45°C avant d’être à nouveau lavées trois fois dans du PBS 1X. Lors du dernier lavage, les cellules 
sont resuspendues dans 99 µL de PBS et 1 µL de l’anticorps anti-BrdU (1/100ème final) greffé Alexa 488 et 
incubées 1h à RT dans le noir. Les cellules sont à nouveau lavées trois fois avec 2 mL de PBS 1X, et lors du 
dernier lavage resuspendues dans 100 µL. 20 µL de la suspension sont déposés sur un pad d’agar fin, et une 
fois la goutte sèche, le pad est monté entre une lame et une lamelle pour être observé au microscope. Le 
microscope utilisé est un ZEISS Axio Observer équipé d’un objectif à immersion à huile 40x, 1.4 NA. 
 
 
Peignage moléculaire 
 
L’objectif de la manipulation est d’extraire l’ADN des cellules de la manière la plus douce possible pour 
éviter les cassures. Dès que les cellules sont lysées, l’échantillon est à manipuler avec des gants, à l’abri de la 
lumière, et les solutions doivent être autoclavées pour protéger l’ADN des DNases. L’extraction de l’ADN se 
fait au sein d’un plug d’agar, dans lequel sont lysées les cellules et dans lequel l’ADN est purifié. L’ADN est 
ensuite libéré du plug d’agar, juste avant le peignage et le marquage de l’ADN. 
 
Les cellules sont cultivées en présence de BrdU lors des cas de marquage simple, ou avec un couple de 
CldU/IdU lors de cas de double marquage. Elle s’effectue à partir d’une préculture diluée à DO 0,2 lavée de 
thymidine, puis mise en présence de l’analogue pendant le temps souhaité. Les cellules sont lavées du milieu 
de culture par centrifugation 5 min à 6000 rpm, puis sont resuspendues dans de la SW 18% de façon à obtenir 
DO 1. 
 40 µL de cellules sont resuspendues dans 40 µL d’agarose low melting point 1% en fusion 
(concentration finale 0,5%). Les plugs sont déposés dans des tubes eppendorfs de 2 mL et rincés deux fois 1h 
dans du tampon Tris-EDTA 50 mM pH 7,4 (TE), puis les protéines ont été digérées dans 1mL de tampon 
protéinase K (900 µL EDTA 0,5M, 100 µL sarcosyl 10%, 50 µL protéinase K à 20 mg/mL) à 55°C sur la nuit. Le 
tampon est à remplacer le lendemain matin pour environ 4h. Le plug est ensuite lavé deux fois pendant une 
heure dans 1mL du TE, puis deux fois dans 30 min à 37°C dans 1mL de TE contenant 1 µg/mL de péfabloc. Le 
tampon est remplacé par du tampon TE pH 6,5 pendant 1h à 4°C. Le tampon TE pH 6,5 est remplacé par 200 
µL de tampon d’agarase, puis les plugs sont chauffés 20 min à 68°C pour les faire fondre. Les blocs sont 
ensuite refroidis à 42°C et 2U de B-agarase I sont ajoutés pour être incubés sur la nuit. Les échantillons sont 
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chauffés ensuite 20 min à 60°C pour inactiver l’enzyme. 0,8 µL de YOYO-1 sont ajoutés pour marquer l’ADN. 
Après l’ajout du YOYO, l’ADN est incubé au moins 30 min dans l’obscurité avant le peignage. 
100 µL de l’ADN est prélevé doucement avec un cône coupé (pour élargir le diamètre de l’ouverture 
afin d’éviter de casser l’ADN), pour le diluer dans 1,5 mL de tampon MES pH 6. L’ADN est transféré dans une 
cuve par retournement, puis une lamelle silanisée est plongée dans l’ADN pendant 5 min pour permettre aux 
extrémités de l’ADN de s’attacher, puis remontée doucement pour étirer les fibres d’ADN. A ce stade, la 
lamelle est à observer au microscope pour vérifier qu’elle est correctement peignée. 
La lamelle est mise à sécher 2h à 60°C. Une fois refroidie, l’ADN est fixé par des bains successifs de 3 
min dans de l’éthanol à 70, 90 et 100%. Une fois l’éthanol complètement évaporé, la lamelle est baignée 
dans du NaOH 1N préparé extemporanément, pendant 30 min. La lamelle est rincée par deux bains rapides 
de PBS, puis par 5 bains de 5 min. La lamelle est ensuite déshydratée par des bains successifs d’éthanol glacé 
à 70, 90 et 100%. Une fois l’éthanol complétement évaporé, la lamelle est incubée dans une solution de 
blocage (ROCHE Blocking Reagent #11 096 176 001) pendant 1h à 37°C, puis dans une solution de blocage 
contenant l’anticorps anti-BrdU chez la souris (abcam #FMCAB101A) au 1/50 pendant 1h à 37°C. La lamelle 
est lavée 4 fois avec du PBS pendant 5 min puis est incubée dans une solution de blocage contenant 
l’anticorps secondaire anti-souris au 1/50 (VectorLABORATORIES #DL-2488) pendant 30 min. La lamelle est à 
nouveau lavée 4 fois avec du PBS pendant 5 min, puis incubée dans une solution de blocage PBS + BSA 1% 
pendant 1h à 37°C, puis dans la solution de blocage contenant l’anticorps anti-ADN (Merck-Millipore 
#MAD3034) chez la souris au 1/50 pendant 1h à 37°C. La lamelle est lavée avec du PBS 4 fois 5 min avec du 
PBS, puis incubée 30 min à 37°C avec l’anticorps secondaire anti souris (Biotium #20155). La lamelle est à 
nouveau lavée au PBS. 
La lamelle est montée sur une lame avec 15 µL de milieu de montage (EverBrite #23001) et fixée avec 
du vernis. La lamelle est prête à être observée, et peut être stockée à -20°C. 
 
 
VI] TIME LAPSE 
 
 L’objectif est de faire pousser les cellules directement sous le microscope, cela permet de pouvoir 
imager les cellules individuellement lors de la prolifération. 
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 La culture s’effectue sur un bloc d’agar contenant du milieu de culture et monté entre deux lamelles 
de verre (Fig. 16). Un rectangle autocollant (Gene Frame Seals, ref AB-0578), servant de moule et permettant 
de sceller hermétiquement la culture, est fixé sur une lamelle, et 500 µL de YPC + agar 1% sont coulés à 
l’intérieur du moule. Une seconde lamelle de verre est placée rapidement au-dessus, avant que le milieu ne 
se solidifie, afin d’évacuer le milieu excédentaire. Après solidification, la lamelle du dessus est retirée. Une 
bande de milieu de culture d’environ 5 mm est retirée au centre de la préparation afin de créer une poche 
d’air, nécessaire à la croissance d’H. volcanii. 2 µL d’une culture à DO 0,1 en phase exponentielle de croissance 
sont déposés sur le dessus du milieu de culture. Une fois la goutte séchée, le plastique de protection 
permettant à la seconde lamelle de se sceller est retiré et la seconde lamelle est replacée par-dessus les 
cellules. 
 
 
Figure 16 : Schéma explicatif du montage de la culture pour le Time lapse 
 
 L’observation s’effectue sous un microscope inversé à champ large (ZEISS Axio Observer équipé d’un 
objectif à immersion à huile 40x, 1.4 NA) équipé d’une chambre à incubation. Après préchauffauge du 
microscope 2h à 45°C pour éviter que la dilatation des matériaux du microscope ne mène à un décalage dans 
l’axe des z, et n’affecte l’acquisition. Deux images sont prises toutes les 15 minutes : en DIC, puis en 
fluorescence en excitant à 490 nm. 
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Résultats 
 
 
I] CONSTRUCTION DE SOUCHES PERMETTANT UN MARQUAGE DE 
L’ADN 
 
 Le laboratoire s’intéresse à l’étude des mécanismes liés à la stabilité du génome, et plus 
particulièrement aux fourches de réplication. Le but est de mieux comprendre leur fonctionnement en 
étudiant leur dynamique et en identifiant les protéines qui les composent en conditions normales de 
croissance et en réponse à différents stress cellulaires. Grace à la microscopie de fluorescence, des protéines 
de la réplication fusionnées à la protéine verte fluorescente (GFP) sont exprimées pour permettre l’étude de 
leur localisation dans les cellules vivantes. Un variant de la GFP, smRS-GFP, possédant un décalage spectral 
vers le rouge et adapté à de fortes concentrations en sel (Reuter and Maupin-Furlow 2004), est utilisé chez 
H. volcanii. Cela a notamment permis de montrer que l’hélicase/nucléase Hef est recrutée aux fourches de 
réplication arrêtées (Lestini et al. 2013). Lors de mon arrivée au laboratoire, l’étude de la localisation de la 
protéine de fixation à l’ADN simple-brin RPA2 fusionnée à la GFP  était en cours dans le cadre de la thèse de 
Floriane Delpech (2016).  
Ces souches exprimant des protéines fusionnées à la smRS-GFP sont des outils permettant l’étude de la 
localisation de ces protéines au sein de cellules vivantes. Elles permettent également d’étudier le 
comportement de ces protéines suite à un stress réplicatif (inhibition de l’ADN polymérase ou dommages de 
l’ADN). Cependant, toutes les protéines étant marquées, dans le cas où seulement une sous-population est 
impliquée dans le processus étudié, il peut s’avérer difficile de la distinguer. Dans le cas de la fusion 
GFP::RPA2, RPA2 étant à la fois impliquée dans la réparation et la réplication de l’ADN, il est difficile de 
déterminer pour lequel de ces deux rôles la protéine est recrutée à la chromatine par microscopie. Ainsi, 
développer un nouvel outil pour étudier la dynamique de réplication permettrait d’obtenir à la fois des 
résultats complémentaires ou inaccessibles à l’étude de la réplication par le marquage des protéines. Une 
autre approche possible pour appréhender ces mécanismes de réplication est le marquage spécifique de 
l’ADN néosynthétisé. Ce type de marquage permet : 
- L’étude de la localisation de l’ADN néosynthétisé en lui-même, de la même façon que les protéines 
fusionnées à la GFP. Cela permet l’étude de sa localisation cellulaire en conditions normales de croissance, 
et en réponse à différents stress réplicatifs pour comprendre comment cela influe sur la synthèse de l’ADN. 
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- Des expériences de co-localisation de protéines marquées avec l’ADN néosynthétisé. Ces 
expériences de co-localisation peuvent confirmer la position de ces protéines à la fourche de réplication, 
mais aussi permettre de savoir si ces protéines sont localisées à chaque fourche. 
- D’isoler les régions néosynthétisées et les protéines associées, en immunoprécipitant l’ADN 
néosynthétisé. L’immunoprécipitation de l’ADN néosynthétisé à partir de cellules fixées permettrait 
d’identifier et quantifier par spectrométrie de masse  les protéines situées à la fourche de réplication dans 
les différentes conditions de croissance étudiées, ainsi que d’identifier les régions chromosomiques par 
séquençage, permettant de révéler d’éventuels points chauds d’arrêt de la réplication selon les stress 
réplicatifs étudiés (P. Agudelo Garcia et al. 2019). 
 
La localisation de l’ADN néosynthétisé est classiquement réalisée par un marquage de l’ADN grâce à 
l’incorporation d’analogues de la thymidine, dont la détection peut se faire grâce à un anticorps ou via Chimie 
click. Pour cela, il nous faut disposer d’une souche ou de conditions de culture permettant cette incorporation. 
Afin de mesurer la capacité d’H. volcanii à intégrer à son ADN les analogues de la thymidine, une culture à 
partir d’une colonie isolée de la souche de laboratoire H26 (ΔpyrE2, considérée comme sauvage concernant 
la réplication : WT) a été incubée une nuit en présence de thymidine. La culture a ensuite été lavée de la 
thymidine par centrifugation et suspendue dans un milieu de culture contenant de la bromodéoxyuridine 
(BrdU) (100 µM). L’ADN de plusieurs prélèvements effectués à 0, 5, 15, 30, 45 et 60 minutes de culture a été 
purifié grâce à une colonne de silice (via le kit NucleoSpin Tissue de chez MACHEREY-NAGEL). 100 µg d’ADN 
de chaque prélèvement ont été déposés sur une membrane de nylon (Slot Blot), et l’ADN a été dénaturé par 
traitement à l’hydroxyde de sodium puis fixé sur la membrane grâce à un cross-link aux UV. La présence de 
BrdU a été révélée grâce à un anticorps primaire anti-BrdU couplé à une molécule d’Alexa 488 (Fig. 17a). 
        
Figure 17 : Mesure de la capacité de la souche H26 à incorporer la BrdU à son ADN. (A) Slot Blot mesurant 
la capacité de la souche H26 à intégrer à son ADN la BrdU en fonction du temps de culture. (B) 
Quantification de l’intensité de fluorescence de la BrdU de chaque condition en fonction de sa 
concentration et du temps de culture. 
A B 
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On peut observer sur le Slot Blot l’apparition d’un léger signal vers 30 minutes de culture. Lorsque 
l’on mesure l’intensité du signal de fluorescence pour chaque prélèvement (Fig. 17b), on observe une 
fluctuation de l’intensité du signal à un niveau très faible, puis une augmentation après 60 minutes de culture. 
On peut conclure de cette expérience que chez H. volcanii l’incorporation des analogues de la thymidine est 
peu efficace.  
Il est donc indispensable de construire une souche permettant une meilleure incorporation des 
analogues de la thymidine pour obtenir un signal plus intense dans un temps plus court. Pour cela, la voie de 
biosynthèse de la thymidine a été inactivée. H. volcanii possède une voie de récupération des pyrimidines, 
ce qui permet aux cellules de récupérer la thymidine présente dans le milieu de culture pour permettre la 
synthèse d’ADN. En remplaçant la thymidine du milieu par un analogue, cela devrait permettre une 
incorporation efficace de l’analogue dans l’ADN synthétisé. 
 
 
1) CONSTRUCTION D’UNE SOUCHE CAPABLE D’INCORPORER EFFICACEMENT LES 
ANALOGUES DE LA THYMIDINE 
 
Dans la voie de biosynthèse de novo de la thymidine, le stock de déoxy-uridine-monophosphate (dUMP) 
est utilisé comme précurseur par la thymidylate synthase (Hts). Grâce au dUMP et à un donneur de carbone, 
le méthylène-tétrahydropholate, la thymidylate synthase catalyse la production de déoxy-thymidine-
monophosphate (dTMP), qui sera ensuite phosphorylé avant d’être incorporé à l’ADN (Myllykallio et al. 2018). 
Dans le cas d’H. volcanii, le méthylène-tétrahydropholate est ainsi converti en dihydrofolate qui doit être 
régénéré en tétrahydropholate, puis en méthylène tétrahydropholate pour pouvoir être utilisé de nouveau 
comme donneur de carbone. La première étape de régénération du dihydrofolate s’effectue par l’action de la 
dihydrofolate réductase (HdrB) (Ortenberg, Rozenblatt-Rosen, and Mevarech 2000).  
Une souche d’ Haloferax volcanii auxotrophe pour la thymidine a déjà été construite dans la 
littérature, dans le but de se servir de cette auxotrophie comme marqueur de sélection lors des clonages 
(Ortenberg, Rozenblatt-Rosen, and Mevarech 2000). H. volcanii possède deux dihydrofolate réductases 
différentes : hdrA et hbrB. Seule la délétion de hdrB rend la souche auxotrophe pour la thymidine, sans retard 
de croissance associé lorsque le milieu de culture contient de la thymidine (Ortenberg, Rozenblatt-Rosen, 
and Mevarech 2000). L’action de la thymidylate synthase et de la dihydrofolate réductase est présentée dans 
la figure ci-dessous (Fig. 18b). 
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Figure 18 : Présentation de l’action de la délétion de hts et hdrB. (A) Région chromosomique des 
gènes hts et hdrB. (B) Voie de biosynthèse de novo de la déoxy-thymidine-monophosphate (dTMP) centrée 
sur l’action de la thymidylate synthase et de la dihydropholate réductase. (C) Voie de biosynthèse de la 
déoxy-thymidine-monophosphate (dTMP) résultant de la délétion de la thymidylate synthase et de la 
dihydropholate réductase, grâce à la thymidine kinase (Tdk). 
 
Au laboratoire, j’ai construit une souche auxotrophe pour la thymidine en délétant les gènes de la 
thymidylate synthase (hts) et de la dihydrofolate réductase (hdrB), qui sont organisés en opéron (Fig. 18a). 
Dans une souche hts hdrB, la création du stock de dTMP n’est plus possible que par la voie de sauvetage, 
qui correspond à la récupération de la thymidine du milieu extracellulaire. La thymidine ainsi récupérée est 
convertie en dTMP grâce à l’action de la thymidine kinase (Tdk), puis phosphorylée pour être incorporée à 
l’ADN (Fig. 18c). L’ajout d’analogue de la thymidine dans le milieu de culture devrait ainsi permettre son 
incorporation dans l’ADN par la même voie que la thymidine. 
La souche hts hdrB (HvYC0) a été construite grâce au clonage dans le plasmide pTA131 (Fig. 19a) 
de la région amont (US) de hts et de la région aval (DS) de hdrB (plasmide pRL55, Fig. 19b), puis par insertion-
excision de ce plasmide dans l’ADN génomique de la souche H26 grâce à la méthode du pop-in/pop-out 
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(Bitan-Banin et al., 2003). L’absence des gènes hts et hdrB dans les colonies issues du pop-out a été détectée 
par hybridation sur colonie en utilisant un fragment du gène hdrB comme sonde. Les colonies portant la 
délétion sont celles ne présentant pas de signal lors de l’hybridation sur colonie (Fig. 19c). Le pourcentage de 
colonies présentant la délétion est de 33% (33 colonies sur 100 testées). L’auxotrophie pour la thymidine de 
deux colonies ainsi sélectionnées a été confirmée par l’absence de colonies après striage sur milieu riche 
(YPC) ne contenant pas de thymidine. Un clone a ensuite été conservé et correspond à la souche htshdrB 
nommée HvYC0. 
 
        
Figure 19 : Présentation de la délétion des gènes hts et hdrB. (A) Carte du plasmide pTA131. (B) Carte du 
plasmide pRL55. (C) Hybridation sur colonie après insertion/excision de pRL55 dans H26. La détection d’un 
signal reflète la présence des gènes hts hdrB. 
 
 Nous avons tout d’abord testé l’efficacité de la souche à récupérer la thymidine présente dans le 
milieu de culture. Pour cela, nous l’avons mise en culture en présence de différentes concentrations de 
thymidine (Fig. 20a) et suivi la croissance en mesurant la densité optique à 600 nm. Nous pouvons constater 
que la concentration minimale de thymidine permettant une croissance identique à la concentration 
habituellement utilisée (165 µM) est 8,25 µM, ce qui correspond au même ordre de grandeur que dans le 
mutant de la thymidylate synthase thyA de E. coli (Ahmad, Kirk, and Eisenstark 2002). De plus, on observe 
que la souche est capable de croitre pendant approximativement 240 minutes (4 heures) sans avoir besoin 
de thymidine, ce qui nous obligera à envisager la possibilité d’une période de sevrage. 
A B C 
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Figure 20 : Résultats préliminaires : Suivi de croissance de cultures de la souche hts hdrB (HvYC0) par 
mesure de la densité optique à 600 nm. (A) En fonction de la quantité de thymidine présente dans le milieu 
de culture. (B) En fonction de la thymidine ou de ses analogues de la thymidine (100µM) présents dans le 
milieu de culture.  
 
La souche incorporant efficacement la thymidine, il faut déterminer quel analogue est le plus adapté 
au marquage de l’ADN. Les analogues de la thymidine peuvent être classés en deux groupes :  
- Les dérivés halogénés de la thymidine, comprenant le BrdU, l’IdU, le CldU et le FdU. Ces analogues 
nécessitent l’utilisation d’un anticorps, qui peut être couplé à un fluorophore pour leur détection, ainsi 
qu’une dénaturation de l’ADN. 
- L’EdU, qui est un analogue de la thymidine permettant de lui greffer une large gamme de molécules 
(fluorophores, streptavidine…) par Chimie-click, en utilisant un catalyseur de cuivre I entre un azide et un 
alcyne permettant la création d’un pontage covalent triazole entre les deux molécules. L’avantage de l’EdU 
est qu’il ne nécessite pas de dénaturer l’ADN pour utiliser la Chimie-click. Nous avons également testé l’ara-
A 
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EdU, qui correspond à un dérivé de l’uridine qui est moins toxique que l’EdU mais conservant les mêmes 
propriétés (Neef and Luedtke 2011). 
 
 La capacité à proliférer de la souche hts hdrB (HvYC0) a été testée lors d’une culture en présence 
de ces différents analogues, excepté le FdU, par un suivi de la densité optique à 600 nm. Pour cela, une 
culture à partir d’une colonie isolée de la souche HvYC0 a été incubée une nuit en présence de thymidine, 
puis la culture a été lavée de la thymidine par centrifugation et resuspendue dans des milieux de culture 
contenant chacun un analogue (à une concentration de 100 µM). Un témoin positif contenant 165 µM de 
thymidine et un témoin négatif sans thymidine ont été ajoutés aux cultures pour les comparer à la croissance 
en présence d’analogue. La culture en présence de thymidine présente la croissance la plus élevée, alors que 
la culture sans thymidine pousse plus lentement (Fig. 20b). Les cultures en présence de BrdU, de CldU, d’EdU 
et d’ara-EdU présentent une croissance intermédiaire entre les deux conditions contrôles, avec le BrdU 
présentant la meilleure croissance, suivi du CldU, de l’EdU, puis de l’ara-EdU. La culture en présence d’IdU 
présente une croissance équivalente à la condition sans thymidine. On constate donc que les analogues de 
la thymidine ont un impact négatif sur la croissance de la souche hts hdrB (HvYC0), que l’on peut associer 
soit à une incorporation moins efficace à l’ADN, soit à un stress cellulaire déclenché par l’incorporation de 
ces analogues dans l’ADN. On constate cependant que cet effet a lieu après environ 120 minutes de culture 
en présence des analogues. Un temps de culture court devrait nous affranchir de cet effet cytotoxique. 
 J’ai donc choisi de me focaliser sur l’utilisation de deux analogues en particulier : l’EdU pour sa 
polyvalence et le fait que l’ADN n’ait pas besoin d’être dénaturé, et le BrdU car c’est l’analogue qui présente 
le moins d’effet cytotoxique. 
 
 
Incorporation de l’EdU à l’ADN 
 
Dans un premier temps, j’ai cherché à savoir s’il était possible de détecter la présence d’EdU 
incorporé à l’ADN de la souche hts hdrB (HvYC0). Pour cela, j’ai effectué une culture à partir d’une colonie 
isolée dans du YPC supplémenté en thymidine. La culture est ensuite lavée de la thymidine par centrifugation, 
qui est remplacée par 100 µM d’EdU. Cette culture est incubée pendant une nuit afin que la souche puisse 
incorporer un maximum d’EdU à son ADN, puis l’ADN génomique a été extrait grâce à une colonne de silice. 
J’ai greffé grâce au kit « Click-iT EdU » une molécule d’Alexa 488 sur l’EdU. L’ADN étant en suspension, j’ai 
mesuré l’émission sur une plage de 500 à 600 nm grâce à un fluorimètre. Dans un premier temps, j’ai obtenu 
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un signal présentant un maximum d’émission à 517  nm (maximum d’émission de l’Alexa 488) dans tous mes 
échantillons, et ce pour toutes les conditions, témoins négatifs inclus. Les réplicas de cette manipulation 
montrent que pour une condition de croissance donnée, l’intensité du signal collecté est très variable, allant 
parfois du simple au double. Les résultats présentés figure 21b correspondent à des exemples représentatifs 
des données obtenues. On peut voir par exemple, pour l’expérience présentée, que les conditions sans EdU 
donnent un signal plus fort que dans la condition avec EdU.  
Collecter un signal indiquant la présence de l’Alexa 488 dans le témoin négatif laisse entrevoir trois 
possibilités : soit l’Alexa se greffe de manière non spécifique, scénario peu probable car l’un des intérêts de 
la chimie click est justement sa spécificité car on ne retrouve pas dans le vivant de groupe azide ni de groupe 
alcyne, soit l’on mesure un signal qui ne provient pas de l’Alexa, soit les étapes de lavage sont mal effectuées. 
Afin de tester la seconde hypothèse, l’absorption à 517 nm de tous les tampons a été mesurée, mais aucun 
signal n’a été détecté. En s’intéressant à la structure de la molécule d’Alexa 488, on se rend compte qu’elle 
possède plusieurs charges négatives (Fig. 21a). La purification de l’ADN après chimie-click se faisant grâce à 
une colonne de silice, et donc grâce à ses charges négatives, on peut émettre l’hypothèse que la molécule 
d’Alexa est également retenue sur la silice, et éluée en même temps que l’ADN. J’ai donc changé de principe 
de purification pour passer à une purification par chromatographie d’exclusion, séparant les molécules en 
fonction de leur taille. Dans la figure 21c, les deux courbes correspondent au même échantillon, purifié soit 
par colonne de silice, soit par gel d’exclusion. Dans le cas d’une purification par gel d’exclusion, le signal 
mesuré par le fluorimètre est perdu dans toutes les conditions de culture.  
Il est également intéressant de noter que la condition « EdU » dans la figure 21b et « ADN purifié par colonne 
de silice » de la figure 20c correspondent aux mêmes conditions expérimentales, ce qui témoigne de la 
grande variabilité de l’intensité du signal obtenu lors des réplicas, et ce pour toutes les conditions testées. 
 Nous avons maintenant des conditions expérimentales dans lesquelles notre témoin négatif est bien 
négatif, mais il nous faut conclure que nous ne sommes pas capables de détecter un signal nous permettant 
de conclure à la présence de l’EdU dans l’ADN. J’ai cherché un témoin positif pour disposer de conditions 
expérimentales dans lesquelles il serait possible d’obtenir un signal spécifique de l’EdU et des conditions de 
culture dans lesquelles l’EdU est détectable. 
Comme témoin positif, mes tests de culture avec une souche d’E. coli ΔthyA ΔdeoA disponible au laboratoire 
ont montré un faible signal à 517 nm (maximum d’émission de l’Alexa 488). J’ai essayé d’obtenir la souche 
eCOMB (Pham et al. 2013), qui correspond à une souche d’Escherichia coli optimisée pour l’incorporation 
des analogues de la thymidine, afin de m’en servir comme témoin positif, mais l’équipe ayant publié cette 
souche n’a jamais répondu à ma demande. 
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Figure 21 : Mesure de l’efficacité d’incorporation de l’EdU par la souche HvYC0. (A) Structure de la molécule 
d’Alexa 488. (B) Mesure de l’émission d’une suspension d’ADN après chimie-click avec de l’Alexa 488 et 
purification par colonne de silice. (C) Mesure de l’émission d’une suspension d’ADN après chimie-click avec 
de l’Alexa 488 et purification soit par colonne de silice (bleu), soit par un gel d’exclusion (orange). 
 
J’ai alors essayé d’optimiser les conditions de culture pour H. volcanii dans le but de détecter un 
signal spécifique de l’EdU. Pour cela, différentes conditions ont été testées: 
- une période de sevrage de 4h en thymidine avant l’ajout de l’EdU,  
- de doubler la concentration de l’EdU (200µM),  
- des temps de culture jusqu’à la phase de latence,  
- des temps de culture court (5 à 15 minutes) afin de minimiser l’effet cytotoxique éventuel de l’EdU 
- une culture en milieu casa (qui n’est pas un milieu riche), 
- une culture en présence à la fois de thymidine et de EdU,  
A B 
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- une culture en présence d’inhibiteur de la synthèse des pyrimidines (uridine et déoxyguanosine).  
Aucune de ces conditions n’a permis de détecter la présence d’EdU dans l’ADN.  
 
 Un témoin positif ne présentant qu’un faible signal empêche d’exclure la possibilité que l’absence de 
signal soit due à un problème technique lié à la réaction de chimie click. Mais il est toutefois très probable 
que l’absence de signal reflète bien l’absence d’EdU dans l’ADN, soit parce que l’EdU est dégradé avant ou 
après son incorporation à l’ADN, soit parce qu’il n’est pas incorporé ; ou une incorporation transitoire 
entraînant un effet cytotoxique empêchant sa détection. Il m’a été suggéré d’utiliser l’ara-EdU lors de la 
culture cellulaire à la place de l’EdU, qui correspond à un dérivé de l’uridine qui est moins toxique que l’EdU 
mais conservant les même propriétés (Neef and Luedtke 2011). Cependant, le suivi de croissance en présence 
de cet analogue montre un retard de croissance comparable à celui obtenu avec l’EdU (Fig. 20b). 
 
 
Incorporation d’analogues halogénés de la thymidine à l’ADN 
 
 Comme pour l’EdU, j’ai dans un premier temps cherché à détecter la présence de BrdU dans l’ADN 
d’H. volcanii à partir d’ADN purifié, puis de déterminer quelle concentration en BrdU devrait être utilisée 
pour la suite des manipulations. Enfin, j’ai déterminé quel était le temps minimal de culture en présence de 
BrdU pour obtenir un signal détectable. Je me suis pour cela inspiré du protocole d’hybridation sur colonies 
(Cf. matériel et méthode).  
A partir d’une colonie isolée de la souche hts hdrB (HvYC0), plusieurs cultures ont été 
ensemencées dans un milieu supplémenté en thymidine. Après une nuit, les cultures ont été lavées de la 
thymidine par centrifugation et resuspendues dans différents milieux contenant 0, 20, 50, 100 ou 200 µM de 
BrdU. J’ai effectué des prélèvements après 0, 30, 60 et 120 minutes de culture et ai extrait l’ADN de ces 
prélèvements grâce à une colonne de silice. 100 ng d’ADN ont été déposés sur une membrane de nylon (Slot 
blot). Après dénaturation de l’ADN et fixation par cross-link aux UV, la quantité de BrdU incorporée à l’ADN 
a été révélée grâce à un anticorps primaire anti-BrdU couplé à une molécule d’Alexa 488, et le signal de 
fluorescence obtenu a été mesuré grâce à un ChemiDoc de chez Biorad (Fig. 22a). 
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Figure 22 : Résultats préliminaires : Détermination de la concentration optimale de BrdU. (A) Slot blot avec 
100 ng d’ADN ayant incorporé de la BrdU, et révélé avec un anticorps anti-BrdU marqué pour 0, 30, 60 120 
min de culture. (B) Quantification de l’intensité de signal obtenu par Slot Blot. 
 
 Dans la figure 22a, on constate une absence de signal BrdU dans la condition témoin sans BrdU, et 
un signal augmentant à la fois en fonction du temps de culture et de la concentration en BrdU. L’intensité du 
signal de chaque condition a été mesurée et reportée sur le graphique 22b. Après 30 minutes, on constate 
une apparition de signal principalement dans les conditions 25 et 50 µM de BrdU. A 60 minutes de culture, 
tous les échantillons contenant de la BrdU présentent une augmentation significative du signal de 
fluorescence, et à 120 minutes de culture on constate que l’intensité maximale du signal est atteinte pour 
des concentrations de 100 et 200 µM de BrdU. On en déduit que 100 µM correspond à la concentration 
minimale permettant d’obtenir un signal maximum. C’est donc cette condition qui sera utilisée pour la suite 
des manipulations.  
Il reste à déterminer quel est le temps de culture minimal requis pour obtenir un signal de BrdU 
détectable avec cette concentration. La figure 22 nous permet d’observer qu’un temps de 30 minutes permet 
d’avoir un signal détectable, des prélèvements avant 30 minutes de culture sont donc nécessaires.  
Une culture en présence de 100 µM de BrdU a donc été faite, et l’ADN de prélèvements à 0, 5, 15, 30, 45 et 
60 minutes de culture a été extrait. 100 ng d’ADN ont été déposés, dénaturés et fixés aux UV sur la membrane 
de nylon pour chaque condition, puis le signal de fluorescence du marquage avec un anticorps anti-BrdU 
marqué par une molécule d’Alexa 488 a été mesuré pour chaque dépôt (Fig. 23). 
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Figure 23 : Mesure du temps de culture minimal avant la détection du BrdU. (A) Slot blot avec 100 ng 
d’ADN ayant incorporé de la BrdU (100µM), et révélé avec un anticorps anti-BrdU marqué pour une culture 
de 0, 5, 15, 30, 45 et 60 min. (B) Quantification de l’intensité de fluorescence de la BrdU de chaque 
condition en fonction de sa concentration et du temps de culture. La droite en bleue permet d’estimer le 
début de l’incorporation de la BrdU dans l’ADN. 
 
 Les résultats présentés figure 23 comparent la souche sauvage hts+ hdrB+ (H26) à la souche hts 
hdrB (HvYC0). Comme présenté figure 17, on constate que la souche sauvage n’incorpore que peu 
efficacement la BrdU à son ADN. Pour la souche hts hdrB (HvYC0), dans ces conditions expérimentales, un 
signal de fluorescence apparait à partir de 30 minutes, et augmente avec le temps de culture. On peut 
conclure de ces résultats qu’un signal détectable apparait entre 15 et 30 minutes de culture (Fig. 23a). Pour 
chaque prélèvement, l’intensité du signal a été mesurée et reportée sur le graphique 23b. Comparée à la 
souche sauvage hts+ hdrB+ (H26), la souche hts hdrB (HvYC0) présente une nette amélioration de 
l’incorporation du BrdU d’environ un facteur 10. En traçant la tangente à la pente, on peut estimer que dans 
ces conditions expérimentales, l’incorporation de BrdU peut commencer à être détectée après 20 minutes 
de culture environ. Bien que cette expérience ne soit pas suffisante pour déterminer de manière fiable à quel 
moment le BrdU commence à être incorporé à l’ADN, elle permet néanmoins d’estimer le temps de latence 
avant la reprise de la croissance après lavage de la thymidine, qui correspond à une donnée à prendre en 
compte dans l’estimation de la quantité de BrdU incorporée selon le temps de croissance en présence de 
l’analogue. 
 
J’ai également essayé d’optimiser les conditions de culture pour H. volcanii dans le but de de détecter 
un signal BrdU plus précocement. Pour cela, les différentes conditions de culture testées pour l’EdU ont 
également été testées pour la BrdU : 
- une période de sevrage de 4h en thymidine avant l’ajout du BrdU,  
- doubler la concentration de BrdU (200µM),  
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- une culture en milieu casa (qui n’est pas un milieu riche), 
- une culture en présence à la fois de thymidine et de BrdU,  
L’incorporation de BrdU a été mesurée par Slot blot selon les conditions précédentes. Aucune de ces 
conditions n’a permis d’améliorer l’incorporation de BrdU dans l’ADN.  
 
 
2) CONSTRUCTION DE SOUCHES PERMETTANT UNE ETUDE APPROFONDIE 
DE LA REPLICATION 
 
Ayant validé que la délétion des gènes hts et hdrB permet une incorporation plus efficace de la BrdU, 
plusieurs mutants permettant l’étude de la réplication chez H. volcanii déjà disponibles au laboratoire ont 
été rendus auxotrophes pour la thymidine pour permettre le marquage de leur ADN.  
Nous souhaitions construire une souche gfp::rpa2 hts hdrB pour localiser à la fois RPA2 et l’ADN 
néosynthétisé. Ainsi, la délétion hts hdrB a été réalisée dans la souche gfp::rpa2 par pop-in/pop-out. 16% 
des colonies issues du pop-out portaient la délétion attendue (8/50) (Fig. 24a). L’auxotrophie pour la 
thymidine de deux colonies ainsi sélectionnées a été confirmée par l’absence de colonies après striage sur 
milieu riche (YPC) ne contenant pas de thymidine. Un clone a ensuite été conservé et correspond à la souche 
gfp::rpa2 hts hdrB nommée HvYC1. 
Par ailleurs, nous souhaitions étudier la dynamique de la réplication en absence des origines de réplication. 
Ainsi, de la même façon, la délétion hts hdrB a été réalisée dans la souche Δori  (H1804). 20% des colonies 
issues du pop-out portaient la délétion attendue (10/50) (Fig. 24b). L’auxotrophie pour la thymidine de deux 
colonies ainsi sélectionnées a été confirmée par l’absence de colonies après striage sur milieu riche (YPC) ne 
contenant pas de thymidine. Un clone a ensuite été conservé et correspond à la souche gfp::rpa2 hts hdrB 
nommée HvYC4. 
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Figure 24 : Résultats de l’hybridation sur colonie pour sélectionner la délétion de hts et hdrB dans les 
souches (A) gfp::rpa2 (HvFD1) et (B) Δori  (H1804). Les colonies WT apparaissent en noir et les colonies 
portant la délétion correspondent aux stries non révélées. 
 
 
3) OPTIMISATION DE L’INCORPORATION DES ANALOGUES DE LA THYMIDINE 
 
L’optimisation de l’incorporation des analogues de la thymidine a pour but de répondre à deux questions : 
- Est-il possible d’améliorer l’incorporation d’EdU par la souche hts hdrB (HvYC0) pour nous permettre 
d’obtenir un signal détectable?  
- Est-il est possible d’améliorer l’incorporation de BrdU pour réduire le temps nécessaire la détection du 
signal BrdU ? 
Ces deux questions nous permettent d’étudier plus finement l’initiation de la réplication. De par 
l’avantage que confère l’EdU, et par le fait que moins le temps nous séparant de l’initiation est important, 
plus les observations seront précises. 
 
Il existe dans la littérature une souche d’E. coli optimisée pour l’incorporation des analogues de la 
thymidine : la souche eCOMB, dans laquelle deux enzymes ont été supprimées : l’enzyme YjjG et l’enzyme 
DeoA (Pham et al. 2013). YjjG est une nuclétotidase spécifique des bases non canoniques. DeoA est une 
enzyme catalysant une réaction réversible de phosphorylation spécifique des pyrimidines, impliquée soit 
dans leur dégradation pour leur utilisation en tant que source de carbone et d’énergie, soit dans la voie de 
sauvetage des pyrimidines. Ces deux enzymes tendent à éloigner les analogues de la thymidine de leur 
incorporation à l’ADN. Leur place dans la voie métabolique de la thymidine est présentée figure 25. Grâce à 
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la délétion de ces deux enzymes, la souche eCOMB incorpore les analogues de la thymidine 18 fois plus 
efficacement que la souche sauvage (Pham et al. 2013). 
 
 
Figure 25 : Voie de sauvetage de la thymidine chez la souche eCOMB (Pham et al. 2013), l’action de YjjG est 
présentée avec comme exemple l’EdU (bleu). 
 
Par recherche d’homologie de ces deux gènes chez H. volcanii, j’ai identifié un candidat potentiel pour 
deoA, HVO_0965 (Figure 26), et deux candidats potentiels pour yjjG, HVO_1415 (Figure 27) et HVO_2370 
(Figure 28).  
 
Figure 26 : Alignement de la séquence protéique de DeoA de E. coli avec la séquence protéique de 
HVO_0965 (DeoA). L’alignement a été fait avec le site NCBI. 
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Figure 27 : Alignement de la séquence protéique de YjjG de E. coli avec la séquence protéique de 
HVO_1415 (YjjG). L’alignement a été fait avec le site NCBI. 
 
Figure 28 : Alignement de la séquence protéique de YjjG de E. coli avec la séquence protéique de 
HVO_2370 (YjjG). L’alignement a été fait avec le site NCBI. 
 
Ces gènes ont été délétés avec succès chez H. volcanii dans la souche hts hdrB (HvYC0) par pop-in/pop-
out. Le plasmide pYC1, plasmide intégratif contenant les régions US et DS du gène deoA, a permis de déléter 
deoA. Sur 100 colonies, le taux de colonies portant la délétion deoA est de 46% et a permis de sélectionner 
la souche hts hdrB deoA nommée HvYC5 (Fig. 29a). Le plasmide pYC2, contenant les régions US et DS du 
gène HVO_1415, a permis de déléter HVO_1415. Le taux de colonies portant la délétion HVO_1415 est de 
22 % et a permis de sélectionner la souche hts hdrB HVO_1415 nommée HvYC6 (Fig. 29b). La souche 
comportant la délétion hts hdrB HVO_2370 n’a pas pu être construite car nous n’avons pas réussi à 
construire le plasmide permettant la délétion de HVO_2370 par pop-in/pop-out. 
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Figure 29 : Présentation de la délétion des gènes deoA et HVO_1415. (A) Plasmide pYC1 et hybridation sur 
colonie de la souche hts hdrB (HvYC0) rendue ΔdeoA (HvYC5). (B) Plasmide pYC2 et hybridation sur 
colonie de la souchehts hdrB (HvYC0)  rendue ΔHVO_1415 (HvYC6). Les colonies WT apparaissent en noir 
et les colonies portant la délétion correspondent aux stries non révélées. 
 
 
La capacité de ces souches à pousser en présence d’analogues de la thymidine ainsi que la mesure 
de la capacité d’incorporation de la BrdU ont été mesurées dans les mêmes conditions que précédemment. 
Les résultats sont présentés figure 30. On constate que les souches hts hdrB deoA (HvYC5) et hts hdrB 
HVO_1415 (HvYC6) présentent un ralentissement de croissance en présence de BrdU. Une incorporation 
de la BrdU moins efficace que la souche hts hdrB (HvYC0) est observée pour ces deux souches, la souche 
htshdrB HVO_1415 (HvYC6) présentant l’incorporation la moins efficace (Fig. 30). Ces deux mutants ne 
seront pas retenus pour la suite de cette étude. La souche eCOMB qui a servi de modèle pour ces délétions 
possède toutes ces mutations, on pourrait envisager de construire une souche portant à la fois la délétion 
deoA et HVO_1415. 
A 
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Figure 30 : Résultats préliminaires : mesure de l’efficacité d’incorporation des analogues de la thymidine 
des souches HvYC5 et HvYC6. (A) Slot blot avec 100 ng d’ADN ayant incorporé de la BrdU (100µM), et révélé 
avec un anticorps anti-BrdU marqué pour une culture de 0, 15, 30 et 60 min. (B) Quantification de 
l’intensité de fluorescence de la BrdU de chaque condition en fonction de sa concentration et du temps de 
culture.  
 
 
4) SUR-EXPRESSION DE LA THYMIDINE KINASE 
 
La thymidine kinase est une enzyme clef de la voie de récupération des pyrimidines. Son expression seule 
suffit à créer une voie de récupération chez des organismes qui en sont initialement dépourvus (Gristwood 
et al. 2012). H. volcanii possède une thymidine kinase (HVO_RS18695) ce qui lui permet d’avoir une voie de 
sauvetage des pyrimidines et d’incorporer les analogues de la thymidine. La surexpression de la thymidine 
kinase permettrait de créer dans la cellule un stock plus important d’analogues de la thymidine phosphorylés 
et favoriser leur incorporation dans l’ADN. La surexpression de la thymidine kinase chez H. volcanii peut se 
faire en modifiant le promoteur de la thymidine kinase sur le génome, ou en plaçant le gène codant la 
thymidine kinase sur un plasmide sous contrôle d’un promoteur fort. Pour des raisons de simplicité, c’est 
cette seconde option qui a été choisie : cela permet de transformer n’importe quelle souche d’H. volcanii 
avec ce plasmide pour obtenir une surexpression de la thymidine kinase. Cependant, afin d’éviter des 
phénomènes de recombinaison homologue, il est impossible de sur-exprimer la thymidine kinase si le gène 
est à la fois présent sur le chromosome et sur le plasmide. J’ai donc cherché chez un autre organisme 
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halophile une séquence de thymidine kinase compatible, c’est à dire possédant une forte similarité de 
séquence protéique, mais possédant une faible similarité de séquence nucléotidique. J’ai ainsi sélectionné la 
thymidine kinase d’H. salinarum qui présente 76% d’identité avec celle d’H. volcanii mais ne présente que 
peu de similarité de séquence nucléique (Fig.31). 
 
 
Figure 31 : Alignement de la séquence protéique de la thymidine kinase de H. volcanii avec la séquence 
protéique de la thymidine kinase de H. salinarum. 
 
 Le plasmide pTA962 (Fig. 32a) est un plasmide permettant la sur-expression de protéines car le site 
multiple de clonage est placé derrière le promoteur fort et inductible au tryptophane p.tnaA, mais il possède 
comme marqueur de sélection chez H. volcanii le gène pyrE2 permettant la synthèse de novo de l’uracile, et 
le gène hdrB permettant la synthèse de novo de la thymidine. Nous avons donc construit un dérivé de pTA962 
dépourvu du gène hdrB. Pour cela, le fragment NcoI-AflII contenant pyrE2 et hdrB a été remplacé par un 
fragment NcoI-AflII ne contenant que pyrE2 obtenu par PCR (Fig. 32b). Après vérification par séquençage du 
gène pyrE2, le plasmide pYC4 ainsi obtenu a pu être utilisé pour la surexpression de la thymidine kinase de 
H. salinarum en clonant le gène de la thymidine kinase sous contrôle du promoteur inductible au tryptophane. 
La séquence de la thymidine kinase d’H. salinarum a été amplifiée par PCR à partir d’ADN génomique, en 
utilisant les amorces RL282 et RL283 pour ajouter les sites de restriction EcoRI et NdeI permettant son 
insertion dans le plasmide pYC4 (Fig. 32c). Les cartes plasmidiques, vérifiées par restriction et séquençage, 
sont présentées ci-dessous : 
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Figure 32 : Carte des plasmides pTA962 (Allers et al. 2010), pYC4 et pYC5. 
 
 
 Le plasmide pYC5 a été transformé dans la souche Δhts ΔhdrB (HvYC0) pour obtenir la souche. Δhts 
ΔhdrB p-tdk+(Hsa) nommée HvYC7. A partir d’une colonie isolée, une préculture a été ensemencée dans un 
milieu riche supplémenté en thymidine. Après une nuit, la culture a été lavée de la thymidine par 
centrifugation et resuspendue dans du milieu de culture contenant 100 µM de BrdU puis divisée en deux pour 
permettre l’ajout dans l’une uniquement de 5 mM de tryptophane pour permettre l’activation du promoteur 
inductible en amont du gène de la thymidine kinase. Des prélèvements ont été faits à 0, 15, 30 et 60 minutes 
de culture, et l’ADN de ces prélèvements a été extrait. Suivant le même protocole que précédemment, 100 
ng d’ADN ont été déposé sur une membrane de nylon, et après dénaturation de l’ADN et fixation par cross-
link aux UV, la quantité de BrdU intégré à l’ADN a été révélée grâce à un anticorps primaire anti-BrdU marqué 
par une molécule d’Alexa 488. Le signal obtenu a été mesuré grâce à un ChemiDoc de chez Biorad (Fig. 33). 
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Figure 33 : Résultats préliminaires : mesure de l’efficacité d’incorporation des analogues de la thymidine de 
la souche Δhts/hdrB p-(Hsa)tdk+ (HvYC7). (A) Slot blot avec 100 ng d’ADN ayant incorporé de la BrdU 
(100µM), et révélé avec un anticorps anti-BrdU marqué pour une culture de 0, 15, 30 et 60 min. (B) 
Quantification de l’intensité de fluorescence de la BrdU de chaque condition en fonction de sa 
concentration et du temps de culture.  
 
 On constate dans la figure 33a la présence d’un signal dans toutes les conditions, qui augmente en 
fonction du temps de culture. La quantification du signal (Fig. 33b) nous révèle que la souche contenant le 
plasmide permettant l’expression de la TDK d’H. salinarum, en présence ou en absence d’inducteur, présente 
un signal plus faible que la condition contrôle Δhts ΔhdrB (HvYC0). Cette souche n’a donc pas été pas retenue 
pour la suite de cette étude car n’incorporant pas la BrdU de manière plus efficace. Plusieurs hypothèses 
peuvent être proposées pour expliquer ce résultat : le niveau d’expression de la protéine n’est pas suffisant, 
elle n’est pas correctement repliée au sein du cytoplasme de H. volcanii, ou  elle n’est pas active.  
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II] LOCALISATION DE L’ADN NEOSYNTHETISE ET DETERMINATION 
DU NOMBRE DE SITES DE REPLICATION DANS LA CELLULE 
 
Dans un effort de compréhension des mécanismes liés à la stabilité du génome chez l’archée H. 
volcanii, dans le cadre de la thèse de Floriane Delpech, la protéine RPA2, SSB impliquée dans la réplication et 
la réparation chez H. volcanii (Skowyra, 2011), a été fusionnée à la GFP afin d’étudier sa localisation dans la 
cellule (thèse de Floriane Delpech, 2016).  
Il a été montré que la souche exprimant la protéine RPA2 fusionnée à la GFP présente un temps de croissance 
comparable à la souche sauvage. Par ailleurs, la survie des cellules exprimant la protéine GFP::RPA2 est 
comparable à la survie des cellules exprimant RPA2 en réponse à des dommages de l’ADN (exposition aux 
UVs ou à la phléomycine qui provoque des cassures double brin de l’ADN (Delmas, Duggin, and Allers 2013) ) 
et en réponse à un stress réplicatif (inhibition de la réplication par exposition à l’aphidicoline (P. Forterre, 
Elie, and Kohiyama 1984) ). Ces résultats montrent que la protéine de fusion GFP::RPA2 est fonctionnelle. 
L’étude de la localisation de la protéine GFP::RPA2 a donc été réalisée dans des cellules en phase 
exponentielle de croissance et en phase stationnaire. On observe dans les cellules en phase exponentielle de 
croissance une localisation ponctuelle de RPA2, avec en  moyenne 2,76 ± 0,12 foyers par cellule. Dans des 
cellules en phase stationnaire, le nombre de foyers BrdU par cellule diminue à 2,10 ± 0,2 foyers par cellule, 
avec une majorité de cellule ne présentant qu’un seul foyer. Dans les deux conditions, la proportion relative 
de cellules selon le nombre de foyers observé (de zéro à 9 foyers par cellule) suit une distribution de Poisson. 
Cette distribution de Poisson du nombre de foyers indique qu’elle suit une loi de probabilité discrète 
décrivant le comportement d’un nombre d’évènements d’un phénomène lié au hasard, c’est-à-dire une 
répartition stochastique des fourches de réplication d’une cellule à une autre responsable de cette variabilité 
du nombre de foyers observé au sein d’une population, qui est ici visible grâce à l’observation de cellules 
individuelles. L’observation des foyers par super résolution SIM révèle une taille apparente des foyers RPA2 
présentant une forte variabilité, de 50 nm à 300 nm, avec une moyenne à 150 nm. Cette taille est au-dessus 
de la limite de résolution du microscope, ce qui signifie que la taille apparente correspond à la taille réelle de 
l’objet observé. Cette taille est du même ordre de grandeur que la taille des foyers de réplication eucaryotes 
mesurés par microscopie électronique (Koberna et al. 2005). Lorsque les cellules sont traitées avec de 
l’aphidicoline ou de la phléomycine, le nombre de foyers de RPA2 augmente significativement. Tandis que la 
taille des foyers observés après expsoition des cellules à l’aphidicoline n’est pas significativement différente 
à celle mesurée dans les cellules en condition normales de croissance, les foyers de GFP::RPA2 formés en 
réponse aux cassures à l’ADN générées par la phléomycine apparaissent significativement plus petits, avec 
une taille mesurée d’environ 100 nm. 
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Les foyers GFP::RPA2 observés dans les cellules en phase exponentielle de croissance soulèvent plusieurs 
questions : Pourquoi observe-t-on une variabilité de cellule à cellule du nombre de foyers de RPA2 ? 
Correspondent-ils à des foyers de réplication active comme le suggèrent les résultats obtenus ? Si ce sont 
des foyers de réplication, et au vu de la polyploïdie d’H. volcanii, pourquoi y-a-t-il aussi peu de foyers ? 
La localisation de l’ADN néosynthétisé par incorporation de BrdU et immunodection grâce à la souche 
HvYC0 a permis d’apporter une partie de la réponse. Dans une culture en phase exponentielle de croissance 
qui a poussé en présence de BrdU, des prélèvements ont été effectués à 30, 60, 120 et 180 minutes de culture. 
Ces cellules ont été fixées au formaldéhyde, perméabilisées à l’éthanol, et l’ADN a été dénaturé au 
formamide pour permettre l’immunomarquage de la BrdU. Cela a permis d’observer des foyers bien localisés 
à l’intérieur de la cellule, sans localisation particulière apparente. On observe l’apparition d’en moyenne un 
peu plus d’un foyer de BrdU dès 30 minutes de culture, et jusqu’à en moyenne plus de deux foyers par cellule 
à 180 minutes de culture (Fig. 34a). Ces résultats sont très semblables à ceux obtenus avec la fusion 
GFP::RPA2, et confortent l’hypothèse selon laquelle les foyers RPA2 correspondent à des zones de réplication 
active. Par ailleurs, on constate que dès 30 minutes de culture, environ 90% des cellules possèdent au moins 
un foyer de BrdU, ce qui indique que la réplication est active dans près de 90% des cellules dès 30 minutes 
de culture (Fig. 34b). 
 
 
L’ensemble de ces résultats ont été publiés au cours de ma thèse dans l’article qui suit, dont Floriane 
Delpech et moi-même sommes co-premiers auteurs. Intitulé « Snapshots of archaeal DNA replication and 
repair in living cells using super-resolution imaging », il est paru en Septembre 2018 dans la revue Nucleic 
Acid Research.  
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Suite à la publication de ces résultats, j’ai poursuivi la caractérisation des foyers formés par l’ADN 
néosynthétisé. 
 
 
Peut-on mettre en évidence une colocalisation des foyers GFP::RPA2 et 
des foyers formés par l’ADN néosynthétisé ? 
 
Afin d’approfondir la caractérisation des foyers GFP::RPA2, des premiers tests de co-localisation des 
foyers de BrdU et des foyers RPA2 ont été effectués chez la souche gfp::rpa2 htshdrB (HvYC1), mais le 
signal GFP est perdu lors du traitement des cellules nécessaire à la détection du BrdU incorporé. Le protocole 
de marquage avec la BrdU nécessite donc une optimisation pour permettre la co-localisation de la GFP et de 
le BrdU, d’autant plus que le signal de fluorescence dans les cellules vivantes est relativement faible car la 
protéine RPA2 n’est pas exprimée en forte quantité. Plusieurs pistes d’ordre technique sont à envisager : il 
semblerait qu’une fixation longue (ici une semaine), ou/et l’utilisation d’une forte concentration de 
formaldéhyde (ici 4%), ait tendance à réduire le signal de fluorescence ((Sullivan, Kay, and American Society 
for Cell Biology. 1999) p176). On peut donc envisager une fixation plus courte avec une concentration de 
formaldéhyde à 1%. Une seconde piste à explorer concerne l’utilisation du formamide pour la dénaturation 
de l’ADN (Sullivan, Kay, and American Society for Cell Biology. 1999), qui est ici utilisé à 35% pendant 30 
minutes à 45°C. Des tests visant à réduire cette durée doivent être effectués. Nous avons également tenté 
de détecter la GFP par immunodétection, mais il semblerait que les conditions nécessaires à 
l’immunodétection de la BrdU ne permettent pas l’immunodétection de la GFP. 
 
 
Suivi du nombre de foyers de BrdU au cours de la prolifération 
cellulaire 
 
 Le suivi du nombre de foyers de réplication au cours du temps en présence de BrdU révèle une 
augmentation de nombre de foyers jusqu’à 4 foyers en moyenne (Fig. 34c/35a) après une culture over-night 
(16 heures). Comme pour les foyers GFP::RPA2, une grande variabilité du nombre de foyers entre cellules est 
observé (Fig. 35b) Une culture over-night n’est plus en phase exponentielle de croissance, et les cellules, qui 
ont subi plusieurs divisions, ont répliqué entièrement et plusieurs fois leur ADN. Les foyers correspondant à 
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une localisation du BrdU correspondent-ils donc à de l’ADN néosynthétisé ? On peut se demander  à quoi 
correspondent ces foyers ? Pourquoi il y a accumulation de foyers, plutôt qu’une diffusion dans l’ensemble 
de la cellule du signal de BrdU ? Il est important de rappeler que la croissance over-night en présence de BrdU 
entraîne un ralentissement de la prolifération pouvant refléter un effet limitant de l’incorporation de BrdU 
dans l’ADN, voire un effet toxique (peut-être lié à la difficulté de répliquer un ADN matrice contenant 
l’analogue). Plusieurs hypothèses peuvent néanmoins être proposées. Les foyers de BrdU peuvent 
correspondre à des zones actives de la réplication en grand nombre dans des cellules à croissance plus lente. 
Alternativement, ils pourraient refléter une organisation particulière du chromosome qui serait héritée des 
cellules mères précédentes et qui concentrerait localement le BrdU incorporé à l’ADN. Enfin, ils pourraient 
également refléter une présence irrégulière du BrdU sur le chromosome, par exemple due à des mécanismes 
de réparation.  
              
         
Figure 34 : Localisation intracellulaire de l’ADN néosynthétisé. 163 cellules ont été analysées pour le temps 
de culture 0 min, 139 pour le temps 30 min, 281 pour le temps 60 min, 951 pour le temps 120 min, 260 
pour le temps 180 min, et 979 pour le temps 1440 min (16h). Les figures 33a et 33b ont été présentées 
dans l’article suivant (Delpech et al. 2018). (A) Nombre moyen de foyers de fluorescence de BrdU observés 
dans des cellules en phase exponentielle de croissance jusqu’à 180 min de croissance. (B) Fréquence 
relative du nombre de foyers de BrdU observés dans les cellules. (C) Nombre moyen de foyers de 
fluorescence de BrdU observés dans des cellules en phase exponentielle de croissance jusqu’à 1440 min 
(16h) de croissance. (D) Fréquence relative du nombre de foyers de BrdU observés dans les cellules après 
1440 min de culture (16h). 
A 
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A quoi correspondent ces foyers de BrdU ? 
 
Pour suivre le devenir d’un foyer formé pendant la synthèse de l’ADN, j’ai effectué une culture en 
présence de BrdU pendant 30 minutes, puis ai lavé la culture du BrdU pour la remplacer par de la thymidine 
(sevrage en BrdU).  
 
 
Figure 35 : Exemple représentatif du suivi du nombre de foyers de BrdU dans la souche HvYC0 après une 
culture de 30 min en présence de BrdU et sevrage (l’absence de barres d’erreurs est due à l’absence de 
triplcat). 935 cellules ont été analysées pour le temps 0 min, 349 pour le temps 60 min et 884 pour 120 
min. (A) Suivi du nombre moyen de foyers par cellule en fonction du temps. (B) Fréquence relative du 
nombre de foyers par cellule. 
 
Après 30 minutes de culture en présence de BrdU, on observe l’apparition d’en moyenne presque 
deux foyers de BrdU par cellule. Ce nombre moyen de foyers de BrdU par cellule décroit avec le temps lorsque 
la culture est sevrée en BrdU (Fig. 35a). Après 120 minutes de culture sans BrdU, une cellule sur trois ne 
présente plus de foyer, et le nombre de foyers par cellule diminue pour l’ensemble de la population (Fig. 
35b). Au-delà de 120 minutes de croissance, il devient difficile de suivre l’évolution du signal, celui-ci 
devenant trop faible.  
On constate donc avec ces résultats que les foyers de BrdU ont tendance à disparaitre lors de la 
réplication s’ils ne sont plus alimentés en BrdU. Deux hypothèses sont possibles : soit la BrdU disparait de 
l’ADN, peut-être à cause de mécanismes de réparation de l’ADN, ou la BrdU n’est plus assez concentrée 
localement pour qu’elle soit détectable. Cette seconde hypothèse implique que l’ADN néosynthétisé possède 
une organisation particulière lorsque la machinerie de réplication est proche, permettant de visualiser les 
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foyers d’ADN néosynthétisé, et qui disparait ensuite quand la machinerie s’éloigne et libère ces contraintes 
sur l’ADN. 
 
 
La souche Δori (HvYC4) possède-t-elle un profil différent ? 
 
Des expériences similaires de localisation des foyers de BrdU ont été effectuées avec la souche Δhts 
ΔhdrB Δori (HvYC4). L’objectif est de comparer le nombre de foyers de BrdU par rapport à la souche 
htshdrB (HvYC0) lors de culture en phase exponentielle de croissance. 
 
 
Figure 36 : Localisation intracellulaire des foyers de BrdU dans la souche Δhts ΔhdrB Δori (HvYC4) (l’absence 
de barres d’erreurs est due à l’absence de triplcat). 84 cellules ont été analysées pour le temps 0 min, 205 
pour 30 min, 464 pour 60 min, 790 pour 90 min, 480 pour 120 min et 737 pour 180 min. (A) DIC et signal de 
Fluorescence. (B) Evolution de l’apparition des foyers au cours du temps. (C) Fréquence relative du nombre 
de foyers par cellule. 
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Comme présenté dans la figure 36a, on observe des foyers bien localisés à l’intérieur de la cellule et 
sans localisation particulière dans la cellule. La figure 36b présente le nombre moyen de foyers de BrdU dans 
les cellules en fonction du temps de culture. On observe une apparition rapide du nombre de foyers, environ 
1,1 foyer en 30 minutes. Après une légère diminution, le nombre moyen de foyers augmente jusqu’à plus de 
trois foyers par cellule après 180 minutes de culture en présence de BrdU. La fréquence relative du nombre 
de foyers (Fig. 36c) nous montre une faible proportion de cellules ne possédant aucun foyer de BrdU après 
30 minutes de culture, indiquant que presque toutes les cellules sont en cours de réplication.  
La localisation des foyers de BrdU dans la cellule, le nombre moyen de foyers par cellule, ainsi que la 
fréquence relative du nombre de foyers par cellule sont similaires à ceux obtenus avec la souche hts hdrB 
(HvYC0). On peut donc en conclure que la délétion des origines de réplication ne perturbe pas la localisation 
cellulaire de l’ADN néosynthétisé. 
 
 
III] ETUDE DE L’ACTIVATION DES ORIGINES DE REPLICATION A 
L’ECHELLE DU CHROMOSOME 
 
Les résultats précédents permettent d’étudier la réplication à l’échelle d’une cellule, mais des 
inconnues persistent concernant le nombre d’origines de réplications activées dans une cellule, ainsi que sur 
le nombre de chromosomes utilisés lors de la réplication. Répondre à ces deux questions nous permettrait 
de savoir combien de fourches de réplication sont présentes dans la cellule, et corréler ce nombre avec le 
nombre de foyers de BrdU détectés en cellule entière pour savoir combien de fourches de réplication sont 
présentes sous un foyer.  
Pour répondre à ces questions, il nous faut nous intéresser aux chromosomes en tant que molécules 
individuelles, et révéler au sein de ces molécules individuelles l’incorporation de la BrdU pour étudier la 
dynamique de réplication. C’est pourquoi nous avons souhaité développer chez H. volcanii la technique de  
peignage moléculaire, qui consiste à venir étirer de longs fragments linéaires d’ADN sur une lamelle de verre 
pour les observer avec un microscope. Cela est réalisé en étroite collaboration avec Kathrin Marheineke et 
Olivier Haccard, du laboratoire « Dynamique de la Réplication de l’ADN chez les eucaryotes supérieurs » de 
l’I2BC, Gif-sur-Yvette. 
La souche est mise en culture en présence d’un analogue de la thymidine pendant un temps donné, et une 
fois l’ADN extrait puis étiré, les fibres d’ADN comme la présence de l’analogue sont révélées par 
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immunodétection. Cela permet de visualiser sur la fibre la proportion d’ADN marqué lors de la culture. Un 
double marquage de l’ADN par l’incorporation successive de deux analogues différents, généralement IdU 
puis CldU, permet d’en plus orienter les régions d’ADN néosynthétisées et ainsi révéler le nombre de fourches 
de réplication, que l’on peut corréler au nombre d’origines actives. Cette technique nous permet de travailler 
sur des molécules d’ADN de très grandes tailles (plusieurs Mb), ce qui permet chez H. volcanii, en théorie, 
d’étudier l’incorporation de la BrdU sur des portions importantes de chromosomes linéarisés, idéalement 
d’au moins la moitié. L’inconvénient de cette technique est la nécessité d’obtenir des fibres les plus longues 
possibles. 
Pour cela, l’ADN doit être extrait de la manière la plus douce possible : une culture en présence de 
BrdU est lavée de son milieu de culture pour être resuspendue dans de l’agarose low-melting 0,5%. L’agarose 
va emprisonner les cellules, et l’ADN va pouvoir être purifié dans l’agarose par lyse de la cellule et digestion 
des protéines avec la protéinase K. Une fois l’ADN purifié, il va pouvoir être libéré de l’agarose grâce à l’action 
de la -agarase I. Une lamelle de verre silanisée, pour permettre à l’ADN de s’attacher, va être plongée dans 
la suspension d’ADN et remontée lentement (environ 0,4 mm/s) pour que l’ADN puisse être étiré le long de 
la lamelle. Il est possible de la visualiser dès cette étape en colorant l’ADN étiré avec du YOYO, un intercalant 
de l’ADN double brin (Fig. 37a). L’ADN doit ensuite être dénaturé grâce à un agent dénaturant (classiquement 
NaOH ou formamide) pour permettre son immunodétection ainsi que l’immunodétection des analogues. (Fig. 
37b). 
 
H.volcanii étant une archée halophile stricte, des lavages préliminaires doivent être ajoutés pour 
éliminer le sel nécessaire à la croissance d’H.volcanii de l’agarose contenant les cellules d’H. volcanii. La forte 
concentration en sel s’est révélée incompatible avec l’utilisation des enzymes, notamment la protéinase K, 
qui est la première enzyme utilisée, de sorte que très peu de très petites fibres d’ADN étaient obtenues dans 
ce cas. Par ailleurs, nous avons remarqué que l’ajout d’EDTA dès les premières étapes de la purification de 
l’ADN améliore la qualité de l’ADN peigné, probablement car les cellules lysent dès qu’elles quittent leur 
environnement salé lors du premier lavage de sorte que la présence d’EDTA inhibe l’action des DNAses ainsi 
libérées. 
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CONDITIONS D’ANALYSE : 
SEUIL : 40 
TRACK BrdU MINIMAL : 
1KB 
TROUS AUTORISE : 1KB 
SEUIL : 40 
TRACK : 1KB 
TROUS : 2KB 
SEUIL : 30 
TRACK : 1KB 
TROUS : 1KB 
SEUIL : 30 
TRACK : 1KB 
TROUS : 2KB 
SEUIL : 30 
TRACK : 1KB 
TROUS : 4KB 
ADN ANALYSE 16108,2 kb 
NOMBRE DE FIBRES 
ANALYSEES 
478 
TAILLE MOYENNE DES FIBRES 33,7 kb 
ADN REPLIQUE (KB) 265,9 349,8 788,2 945,6 1126,4 
POURCENTAGE DE 
REPLICATION 
1,7% 2,2% 4,9% 5,9% 7% 
NOMBRE DE FIBRES 
REPLIQUEES ENTIEREMENT 
0 1 6 9 17 
 
Figure 37 : Résultats préliminaires obtenus avec le peignage moléculaire. (A) Fibres d’ADN peignées et 
colorées au YOYO. (B) Exemple de fibre marquée avec un anticorps anti BrdU (vert) et anti ADN (rouge). (C) 
Mesures préliminaires dans les conditions expérimentales actuelles. 
 
Ces modifications nous ont permis d’obtenir des fibres de la souche Δhts ΔhrdB (HvYC0), marquées pendant 
30 minutes avec la BrdU et révélées avec un anticorps anti-ADN, d’une taille moyenne d’environ 35 kb (Fig. 
37c). Cette taille moyenne a été calculée à partir de 478 fibres. Aucune sélection de taille n’a été faite, et les 
petits fragments étant majoritaires, ils abaissent considérablement la moyenne des fibres « exploitables ». 
Avec ce protocole, il est possible d’obtenir en quantité raisonnable des fibres marquées de 100 kb. 
 
C 
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Les mesures préliminaires qui peuvent être faites ne peuvent pas permettre d’obtenir des 
informations représentatives des processus biologiques pour le moment, mais certaines informations 
peuvent être extraites :  
- il est possible de peigner l’ADN issu d’une culture d’H. volcanii. Des optimisations du protocole ont permis 
d’améliorer la longueur des fibres obtenues, d’autres peuvent être envisager pour encore augmenter encore 
la taille des fragments d’ADN (Kaykov et al. 2016). 
- il est possible de détecter la présence de BrdU dans l’ADN peigné, indiquant que l’incorporation de BrdU 
est suffisamment efficace pour permettre de détecter le signal en molécules uniques. 
On constate cependant que l’immunodétection de l’ ADN comme du BrdU est discontinue. Cela pose un 
problème pour connaitre la taille des fibres observées et la taille du marquage BrdU, ainsi que pour 
différencier une absence de signal due à un problème de marquage de celui due à deux fourches de 
réplication proches. Cela pourrait être amélioré en en optimisant les conditions de dénaturation de l’ADN. 
 
Les paramètres d’analyses sont également très importants et devront être finement déterminés (Fig. 
37c). Une analyse quantitaive préliminaire des fibres obtenues illustre effectivement le fait que selon les 
paramètres utilisés (Seuil à partir duquel le signal est comptabilisé, Longueur minimale du track de BrdU à 
partir duquel il est comptabilisé, Longueur des zones sans signal autorisé à l’intérieur d’un track BrdU), le 
pourcentage de fibres répliquées varie de 1,7% dans des conditions stringentes (première colonne) avec 0 
fibre entièrement répliquée à 7% dans des conditions moins stringentes (dernière colonne) avec 17 fibres 
entièrement répliquées. 
Les résultats obtenus avec cette technique sont encourageants, et chaque modification du protocole a 
donné lieu à une amélioration dans la longueur des fibres obtenues. D’autres modifications du protocole 
sont envisagées pour améliorer encore la longueur des fibres (Kaykov et al. 2016), et la mise au point de cette 
technique est actuellement poursuivie. 
 
IV] SUIVI DE LA REPLICATION AU COURS DU TEMPS 
 
L’étude de la localisation de la protéine de réplication RPA2 a été réalisée sur des cellules vivantes, 
mais sans suivi dans le temps. Les images analysées correspondaient à une localisation à un instant t. Or il 
serait intéressant de pouvoir suivre la localisation des foyers GFP::RPA2 dans une même cellule lors de la 
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prolifération. Ainsi, développer un protocole permettant d’observer des cellules se diviser sous le microscope 
(Time lapse) est la continuité directe de l’étude de la localisation des protéine Hef::GFP (Lestini et al. 2013) 
et GFP::RPA2 (Delpech et al. 2018) réalisées au laboratoire. Cela permettrait à la fois d’observer plus finement 
la dynamique des foyers de fluorescence (apparitions, disparitions, mouvements) lors de la prolifération, 
ainsi que de mesurer la réponse à un stress réplicatif (exposition à l’aphidicoline) au cours du temps. 
 Pour permettre aux cellules de pousser sous le microscope et d’observer les foyers de fluorescence 
GFP::RPA2, il faut un microscope à fluorescence équipé d’une chambre d’incubation permettant de maintenir 
une température de 45°C tout au long de l’expérience. La souche a besoin de son côté d’un milieu de culture 
semi-solide sur lequel pousser. H.volcanii étant halophile, et nécessitant de plus une température de 45°C 
pour sa croissance, le problème récurrent est la dessiccation du milieu de culture, privant les cellules d’eau 
et cristallisant le sel. La méthode consistant à sceller le milieu de culture entre deux lamelles de verre (cf. IV] 
Time lapse) correspond à la seule condition, parmi celles testées, permettant de faire pousser des cellules.  
A partir d’une culture liquide en début de phase exponentielle de croissance, une goutte de 2 µl est déposée 
sur un bloc d’agar 1% contenant du milieu de culture posé sur une première lamelle de verre. Une chambre 
contenant de l’air est creusée dans le milieu de culture pour permettre un apport d’oxygène, puis la culture 
est scellée avec une seconde lame de verre. Les cellules sont placées sous le microscope pour être observées, 
soit grâce à un module DIC (contraste interférentiel différentiel) permettant d’observer les cellules sans 
marquage, soit sous excitation à 488 nm pour nous permettre de localiser la fusion GFP::RPA2. Dans un 
premier temps, la mise au point des conditions de culture a été réalisée avec une acquisition 
automatisée d’images DIC prises toutes les 15 minutes et sur une épaisseur de 40 nm, avec un intervalle z 
de 1 nm entre chaque image. L’acquisition d’une image avec une excitation à 488 nm pourra également être 
ajoutée dans un second temps. 
Les cultures réalisées avec la souche gfp::rpa2 (HvRL118) dans ces conditions (sans excitation à 488 nm) 
montrent un temps de génération normal (2h) et permettent des divisions pendant les 16h de culture testées 
(Fig 38b-2). 
Les premières images de la souche gfp::rpa2 (HvRL118) en essayant de localiser RPA2 posent deux 
problèmes. 
Premièrement, lors de l’acquisition d’images en illuminant la culture à 488 nm, en utilisant un microscope 
confocal, on observe une mort des cellules dès les premières heures d’imagerie. La longueur d’onde 
d’excitation à 488 nm présente donc un effet phototoxique probablement lié à la création de dimères de 
thymine au niveau de l’ADN. L’utilisation d’un microscope à champ large permet de réduire l’effet 
cytotoxique, mais entraine néanmoins un retard de croissance important. Dans les conditions expérimentales 
actuelles, on observe un décalage en z important au début de l’acquisition (14 µm en 15 min). De telles 
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valeurs de décalage nous obligent à sur-échantillonner les cellules (donc de les sur-exposer) afin de couvrir 
la plage parcourue par l’échantillon lors de l’acquisition. Ce décalage peut être réduit avec un préchauffage 
des échantillons de 30 min avant l’acquisition, le réduisant ainsi à quelques µm sur l’ensemble de 
l’expérimentation. De nouveaux tests de croissance des cellules avec illumination à 488 nm doivent être faits 
dans ces conditions. Des tests de suivi du plan focal en utilisant le logiciel du microscope ne se sont pas 
montrés concluant due à la faible intensité du signal collecté.  
Deuxièmement, le milieu de culture YPC possède une autofluorescence qui masque tout signal des cellules à 
cette longueur d’onde. Une alternative est possible en utilisant le milieu casa, qui est un milieu moins riche 
que le YPC car il ne contient pas d’extrait de levure. Le temps de génération sur ce milieu (Fig. 38b) et la taille 
des cellules ont été mesurés et comparés aux cellules ayant poussé sur du milieu de culture YPC, ne révélant 
aucune différence significative (Fig. 38c). Il faut donc utiliser le milieu casa pour le suivi de fluorescence au 
cours du temps sous microscope. 
Figure 38 : Résultats préliminaires obtenus avec le Time lapse. (A) Time lapse de la souche gfp::rpa2 
(HvRL118). L’intervalle de temps entre chaque photo est de 2h30 min. (B) Temps de génération en fonction 
du milieu de culture. (C) Taille des cellules en fonction du nombre de division. 
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Bien que cette technique soit encore en développement, plusieurs observations et mesures peuvent 
déjà être faites pour guider l’exploitation des résultats :  
- Le temps de latence avant la première division est très variable (Fig. 38b-1), mais se stabilise autour de deux 
heures pour les suivantes (Fig. 38b-2), ce qui correspond au temps de latence puis à un rythme normal de 
division. Il sera important pour les analyses de différencier ces deux cas. 
- Les cellules ont tendance à rester en amas serré, rendant leur délimitation compliqué au-delà de la troisième 
division (Fig. 38a). Un pourcentage plus bas d’agar pourrait être envisagé. 
- La surface des cellules peut être mesurée. C’est un paramètre important dans des conditions de stress, 
notamment pour les expériences utilisant de l’aphidicoline qui entraîne une augmentation de la surface 
cellulaire. On peut ainsi caractériser la taille des cellules avant et après division. Fait intéressant, dans ces 
conditions expérimentales, les cellules sont de plus en plus petites au fur et à mesure des divisions (Fig. 38c). 
Ce phénomène n’a pu être mesuré que pendant trois générations (cf. paragraphe précédent). Il est possible 
que cela soit dû au manque de place à cause de leur tendance à rester en amas.  
 
En conclusion, j’ai pu observer des cellules se diviser dans un milieu de culture adapté à la localisation 
de la GFP grâce au module DIC d’un microscope à champs large. Des problèmes de phototoxicité lors de la 
localisation du signal de fluorescence ne permettent pas l’acquisition de données. L’utilisation d’un 
microscope à fluorescence équipé d’un spinning disk est envisagée, ce qui permettrait de réduire l’exposition 
des cellules (Boudreau et al. 2016).  
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Discussion et Perspectives 
 
 
Le maintien de l’information génétique joue un rôle essentiel dans toutes les formes de vie connue. 
Il passe par les mécanismes de réparation, qui permettent que le message génétique ne soit pas altéré, et 
par la réplication, qui permet d’assurer une transmission fidèle cette information. 
Toutes les cellules étant des descendantes d’un ancêtre commun universel appelé LUCA (Last 
Universal Common Ancestor), elles ont eu, à partir des mêmes conditions initiales, à évoluer et à trouver les 
mécanismes les plus performants leur permettant de transmettre l’information génétique. Concernant le 
mécanisme de réplication, dans le cas d’un LUCA contenant un stockage de l’information sous forme d’ADN, 
il serait apparu deux fois au cours de l’évolution : une fois chez un ancêtre des bactéries, et une fois chez un 
ancêtre commun que nous partageons avec les archées, témoignant de l’importance de cette fonction. 
De nombreuses études visant à découvrir et mieux comprendre comment ce mécanisme fonctionne 
ont principalement été menées chez les bactéries et les eucaryotes, dont les modèles sont assez bien connus 
aujourd’hui. La découverte tardive des archées (comparativement aux bactéries et aux eucaryotes) fait que 
les mécanismes archéens de la réplication sont moins bien connus. Les premières études les concernant 
révèlent que ces mécanismes sont semblables à ceux rencontrés chez les eucaryotes, mais en moins 
complexes, tout en possédant également des particularités qui leurs sont propres.  
Le processus de réplication commence à des séquences spécifiques appelées origines de réplication, 
qui sont reconnues par les protéines régulatrices de la réplication (OBP), menant à leur activation. La majorité 
des archées découvertes possèdent plusieurs OBPs ainsi que plusieurs origines de réplication sur leur 
chromosome circulaire. Toutes les origines de réplication ne sont pas nécessairement activées à chaque cycle 
d’initiation, suggérant qu’une régulation complexe de l’initiation est à l’œuvre. 
 
Nous nous sommes intéressés à la dynamique de la réplication chez l’archée H. volcanii. La souche 
de laboratoire H26 possède quatre origines de réplication sur son chromosome principal (3,5 Mb) ainsi que 
16 OBPs. La cellule d’H. volcanii contient en moyenne 18 copies du chromosome principal en phase 
exponentielle de croissance. De plus, toutes les origines de réplication peuvent être supprimées, et la souche 
résultante Δori (H1804) possède un temps de génération deux fois plus court que la souche sauvage (Hawkins 
et al. 2013).  
Pour étudier la réplication, le laboratoire s’est intéressé à l’étude de la protéine RPA2, seule SSB essentielle 
chez H. volcanii et impliquée dans la réplication et la réparation de l’ADN (Skowyra and MacNeill 2012). Dans 
 120 
 
le cadre de la thèse de Floriane Delpech, une version de RPA2 fusionnée à la protéine verte fluorescente (GFP) 
a été construite et caractérisée. Cela a permis de montrer que la fusion GFP::RPA2 est fonctionnelle, et 
remplit ses fonctions cellulaires, car la souche mutante exprimant la fusion GFP::RPA2 possède un temps de 
génération identique à la souche sauvage, et présente une survie cellulaire similaire lors de stress réplicatifs 
ou de lésion de l’ADN. L’étude de la localisation de RPA2 en cellule vivante montre des foyers de fluorescence 
bien délimités à l’intérieur de la cellule, sans localisation particulière. On observe une majorité de cellules 
possédant 2 à 3 foyers de RPA2 au cours de la phase exponentielle de croissance, et ce nombre diminue en 
phase stationnaire de croissance. L’observation de cellules uniques montre également une variabilité du 
nombre de foyers de cellule à cellule, et la distribution du nombre de foyers observés par cellule suit une loi 
de Poisson, suggérant la formation stochastique de foyers de réplication d’une cellule à une autre. Le nombre 
de copies du chromosome étant directement dépendant du nombre d’initiations, on pourrait s’attendre à 
observer une grande variabilité du nombre de copies du chromosome d’une cellule à l’autre et d’une 
génération à l’autre, or le nombre de copies est stable. Cela suggère la présence de mécanismes de régulation 
du nombre de copies du chromosome indépendant de l’initiation, comme cela a été observé chez les 
cyanobactéries (Ohbayashi et al. 2019). 
Afin d’apporter un outil supplémentaire pour étudier la réplication, j’ai développé une souche capable 
d’incorporer des analogues de la thymidine pour marquer l’ADN néosynthétisé et étudier sa localisation dans 
la cellule. Les résultats ainsi obtenus sont similaires à ceux obtenus avec la fusion GFP::RPA2, avec des foyers 
de fluorescence bien délimités, sans localisation particulière dans la cellule. On observe également 1 à 2 
foyers par cellule en début de phase exponentielle de croissance, et ce nombre augmente avec le temps de 
culture, jusqu’à 4 foyers après 16 heures de culture. Comme pour les foyers de RPA2, on observe une 
variabilité de cellule à cellule suivant une loi de Poisson. De plus, on observe que 90% des cellules possèdent 
au moins un foyer de fluorescence, indiquant que la réplication est active dans la majorité des cellules.  
L’ensemble de ces résultats indiquent qu’une large majorité des foyers de RPA2 observés correspondent à 
des zones actives de réplication. Une expérience de colocalisation de l’ADN néosynthétisé et de GFP::RPA2 
nous permettrait de distinguer les foyers de RPA2 impliqués dans la réplication de ceux impliqués dans la 
réparation de l’ADN. Les tests de colocalisation ont été entrepris mais le protocole actuel de localisation de 
l’ADN néosynthétisé ne permet pas la localisation simultanée de la fusion GFP::RPA2, une optimisation du 
protocole de détection de l’ADN néosynthétisé étant nécessaire (cf. résultats II] ). 
  
Les résultats concernant ces foyers de réplication soulèvent différentes questions :  
- Pourquoi le nombre de foyers de réplication est-il variable d’une cellule à l’autre dans des conditions 
de culture identiques ? Et pourquoi observe-t-on 2 à 3 foyers de réplication par cellule en phase exponentielle 
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de croissance ? La cellule possède 18 copies du génome dont chacun contient 4 origines de réplication, soit 
72 origines potentiellement activables, et le double de fourches de réplication potentielles.  
La vitesse de polymérisation de l’ADN polymérase réplicative chez les archées a été estimée à 20 kilobases 
par minutes chez P.abyssi (Myllykallio et al. 2000) et 15 kb/min chez S. acidocaldarius  (Hjort and Bernander 
2001). Le génome d’H. volcanii mesurant 3,5 Mb, il faudrait environ 2 heures pour répliquer un chromosome 
à partir d’une seule origine de réplication, ce qui correspond au temps de génération mesuré dans des 
conditions optimales de croissance (en milieu riche à 45°C). La cellule possédant 18 copies de son génome, il 
faudrait en théorie 18 origines actives par cellule (1 par chromosome répliqué) pour permettre aux cellules 
de maintenir ce nombre de copies au cours des générations, sans compter les deux méga-plasmides pHV3 
(438 kb) et pHV1 (85 kb), possédant chacun une origine de réplication. L’observation de 2 à 3 foyers de 
réplication par cellule semble incompatible avec ces données si le nombre de copie du chromosome ne 
diminue pas au fur et à mesure des générations. Cela soulève la question de ce que reflètent ces foyers de 
réplication : correspondent-ils à une fourche de réplication ? À un couple de fourche issue d’une même 
origine ? À une multitude de fourche de réplication colocalisées ? Ces expériences ne nous permettent pas 
de savoir combien de fourches de réplication sont présentes dans une cellule, mais l’hypothèse de la 
présence de plusieurs fourches de réplication sous un foyer de fluorescence permettrait d’expliquer cette 
observation. 
 
Pour améliorer notre compréhension du nombre de fourches de réplication dans une cellule, il 
faudrait connaitre le nombre d’origines activées sur un chromosome, ainsi que le nombre de chromosomes 
répliqués à chaque division. Il est possible d’obtenir des informations grâce au peignage moléculaire, qui 
permet de marquer l’ADN néosynthétisé et d’observer directement les chromosomes au microscope. Il n’est 
cependant pas possible pour le moment de synchroniser les cellules chez H.volcanii, il nous faudra donc 
travailler avec une population cellulaire asynchrone et extraire des valeurs moyennes au sein d’une 
population. Cette technique est actuellement en cours de développement et a déjà permis d’observer des 
fragments d’ADN marqués avec un analogue de la thymidine en assez grand nombre pour être capable 
d’effectuer des tests statistiques. Au-delà de pouvoir déterminer le nombre d’origines actives sur un 
chromosome, et d’étudier le nombre de chromosomes répliqués à chaque division, il est également possible 
avec cette technique de mesurer la vitesse de polymérisation de l’ADN polymérase réplicative chez H. volcanii. 
 
- On observe que le nombre de foyers de BrdU augmente avec le temps, jusqu’à 4 foyers après 16 
heures de culture : à quoi correspondent ces foyers de BrdU dans ces cellules qui ne sont plus en phase 
exponentielle de croissance ? Il est important de rappeler que la croissance over-night en présence de BrdU 
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entraîne un ralentissement de la prolifération pouvant refléter un effet limitant de l’incorporation de BrdU 
dans l’ADN, voire un effet toxique (peut-être lié à la difficulté de répliquer un ADN matrice contenant 
l’analogue). Une première hypothèse est qu’ils peuvent correspondre à des foyers de réplication, mais dans 
ce cas pourquoi sont-ils plus nombreux que dans des cellules en phase exponentielle de croissance ? On peut 
proposer que la synthèse d’ADN se fasse plus lentement qu’en phase exponentielle de croissance à partir 
d’un nombre d’initiation de réplication équivalent, de sorte qu’il y ait plus de zones actives de la réplication 
dans ces cellules.  
Une seconde hypothèse est que les foyers de BrdU sont stables dans la cellule, et correspondent donc à une 
accumulation de ces foyers au fur et à mesure des divisions cellulaires. Pour tester cette seconde hypothèse, 
j’ai effectué une culture en présence de BrdU pendant 30 minutes afin de voir apparaitre les premiers foyers, 
puis j’ai privé la culture de BrdU, afin de suivre le devenir de ces foyers. Il apparait que ces foyers disparaissent 
rapidement, la majorité des foyers ayant disparu après une heure de culture. Cela signifie que le marquage 
BrdU n’est pas une condition suffisante à elle seule pour détecter des foyers en cellule entière, mais nécessite 
également que l’ADN marqué soit regroupé spatialement, ou suffisamment concentré dans une zone de la 
cellule, pour pouvoir le localiser. On peut donc émettre l’hypothèse que ces foyers de BrdU soient le reflet 
d’une conformation particulière qu’adopte l’ADN lorsque la machinerie de réplication est proche qui permet 
localement de détecter un signal BrdU spécifique. La machinerie de réplication s’éloignant de cette région 
néosynthétisée, l’ADN perdrait cette conformation, le signal BrdU devenant alors trop faible pour être 
détecté. Il serait intéressant de mesurer le signal de fluorescence total d’une cellule ayant poussé 30 minutes 
en présence de BrdU et dans laquelle plusieurs foyers de BrdU sont apparus, et de comparer ce signal à ces 
cellules 90 minutes plus tard (juste avant leur division, lorsque les foyers ont disparu). Un signal constant 
indiquerait que l’absence de détection de foyers résulte d’une dilution du signal, tandis qu’une diminution 
du signal pourrait suggérer l’existence de mécanismes entraînant leur disparition, par exemple via des 
mécanismes de réparation visant à éliminer de l’ADN l’analogue incorporé. Travailler en cellules 
synchronisées permettrait également de diminuer l’hétérogénéité de la population cellulaire observée pour 
plus de précision. 
 
 - Qu’est-ce qui détermine la position des foyers de réplication ? Les foyers sont-ils formés là où il faut 
répliquer l’ADN, ou est-ce l’ADN qui est amené aux foyers de réplication ? Ces foyers sont-ils mobiles ou 
ancrés à une structure cellulaire ? Et enfin, ces foyers sont-ils stables dans le temps à l’échelle d’une division ? 
Se pose alors la question de la localisation d’un nouveau foyer et dans quels délais. Des foyers fixes 
favoriseraient l’hypothèse de zones actives de réplication ancrées et fonctionnant selon le modèle d’une 
pompe à ADN, comme cela est suggéré chez les cellules de mammifère (Leonhardt et al. 2000), alors que des 
foyers mobiles favoriseraient le modèle de la machinerie de réplication se comportant comme un train sur 
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des rails, comme observé chez la bactérie E. coli (Reyes-Lamothe et al. 2008). Enfin, des foyers de réplication 
instables dans le temps à l’échelle d’une division cellulaire favoriseraient plutôt l’hypothèse d’une machinerie 
qui est recrutée là où l’ADN est répliqué. Une fois la réplication terminée, le foyer serait délocalisé vers un 
autre chromosome et un autre foyer apparaitrait ailleurs dans la cellule. Contrairement à cette dernière 
hypothèse, l’observation de foyers stables dans le temps à l’échelle d’une division indiquerait plutôt un ADN 
recruté dans une zone de la cellule dédiée à la synthèse de l’ADN, les différents chromosomes étant amenés 
là où la machinerie de réplication est présente. 
Pour répondre à ces questions, il est nécessaire de pouvoir observer la réplication au cours du temps au sein 
d’une même cellule. En effet, les résultats fournis par les expériences précédentes ne donnent des 
informations qu’a un temps donné de la réplication, sur une population asynchrone de cellules. Observer et 
suivre des foyers de réplication au sein de cellules uniques lors de la prolifération est possible grâce à 
l’utilisation de la fusion GFP::RPA2. La mise au point d’un protocole permettant l’imagerie de cellules en 
prolifération pendant 16 heures est en cours. Pour l’instant, j’ai pu suivre leur prolifération dans un milieu 
de culture adapté à la localisation de la GFP grâce au module DIC d’un microscope à champs large. Des 
problèmes de phototoxicité lors de la localisation du signal de fluorescence à cause de l’utilisation de 
longueur d’ondes basses ne permettent pas l’acquisition de données. L’utilisation d’un microscope à 
fluorescence équipé d’un spinning disk est envisagée, ce qui permettrait de réduire l’exposition des cellules 
(Boudreau et al. 2016). De plus une meilleure caractérisation des paramètres d’observation est maintenant 
terminée et permettrait de réduire l’exposition des cellules d’un facteur 10. 
 
- Enfin, les expériences présentées ci-dessus ont été effectuées avec la souche sans origine de réplication 
Δori (H1804), mais aucune différence concernant le nombre de foyers de réplication n’a pu être mise en 
évidence. Il a été proposé qu’en absence des origines de réplication, la réplication soit initiée à partir 
d’intermédiaires de recombinaison homologue (Hawkins et al. 2013). L’absence de différence significative du 
nombre de foyers de réplication en absence des origines de réplication implique que les mécanismes 
généraux de contrôle de la dynamique de réplication ne sont pas perturbés. Il est possible que des facteurs 
limitant le nombre de fourches de réplication dans une cellule, indépendamment de l’initiation de la 
réplication, soient responsables de cette régulation. Les auteurs suggèrent que l’hélicase réplicative MCM, 
dont la concentration intracellulaire est faible, puisse être ce facteur.  
 
 En conclusion générale de ce travail, j’ai montré, grâce au développement de deux outils permettant 
l’étude de la réplication, que la réplication chez H. volcanii s’effectue dans des zones particulières de la cellule, 
les cellules présentant majoritairement 2 à 3 foyers de réplication. La variabilité de ce nombre de foyers de 
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réplication de cellule à cellule suit une loi de probabilité discrète et suggère une initiation aléatoire de 
l’initiation. Cependant, le nombre de copies du chromosome étant constant de cellule à cellule, ces résultats 
suggèrent l’existence de mécanismes de contrôles du nombre de copies indépendant de l’initiation. Le 
nombre de foyers observé par cellule est étonnamment bas par rapport à ce qui aurait pu être attendu par 
rapport aux connaissances préliminaire, cela soulève la question de ce à quoi correspondent exactement ces 
foyers de réplication. Ces deux points mettent en évidence la présence de mécanismes de régulation de la 
dynamique de la réplication qui ne sont pas encore connu chez H. volcanii. Améliorer notre compréhension 
de ces mécanismes complexes nous permettrait de mieux les appréhender, ainsi que d’apporter une réponse 
à d’autres inconnues tel que la régulation de l’initiation indépendante des origines chez la souche sans origine 
de réplication, ou le rôle précis de régulation des protéines ORC présentes chez H. volcanii. 
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Title: Replication dynamics in the haloarchaeon Haloferax volcanii 
Keywords: Replication, Archaea, Haloferax volcanii, neosynthesized DNA labeling, Fluorescence microscopy. 
Haloferax volcanii is an archaea belonging to the phylum 
euryarchaeota and the class Halobacteriales. The mechanisms 
related to replication and repair in archaea are very similar to 
those found in eukaryotes, making H. volcanii a relevant model 
organisms for the study of replication and archaeal biology, 
especially since many genetic tools are available. Interestingly, 
all replication origins can be removed from the chromosome of 
H. volcanii, raising many questions about the mechanisms 
involved. Several hypotheses have been proposed on how this 
strain initiates its replication, either relying on recombination-
dependent replication initiation or an origin-independent 
mechanism. In order to study these replication-related 
mechanisms, I have constructed a strain of H. volcanii able to 
incorporate thymidine analogues into DNA during its synthesis 
by deleting genes involved in the thymidine biosynthesis 
pathway. A short-time cultures of the strain in the presence of 
an analogue allows its incorporation in nascent DNA. By 
immunodetection of the analog coupled to fluorescence 
microscopy observation of whole cells, it is possible to 
investigate the localization of neosynthesized DNA, which 
reflect the regions where replication is active. These analyses 
revealed mainly 2 to 3 active replication regions per cell, 
without any particular location. These regions had already 
been observed by studying the localization of a key 
replication protein (RPA2) fused to the fluorescent green 
protein GFP, confirming its location in active replication 
areas. A surprising variability in the number of replication 
foci from one cell to another was observed, suggesting a 
probabilistic initiation of replication. It is also surprising to 
observe so few active replication areas compared to the high 
polyploidy of this strain. This raises the question of what 
these replication areas correspond to. For further 
understanding, I developed for H. volcanii molecular 
combing, to isolate individual DNA molecules and 
specifically reveal incorporated analogues to determine the 
number of copies of the chromosome that are being 
replicated, as well as the number of active origins on each of 
the copies. I have also developed time-lapse approach to track 
these regions over time by monitoring cell proliferation 
directly under the microscope. 
 
  
Titre : Dynamique de la réplication chez l’archée Haloferax volcanii 
Mots clés : Réplication, Archées, Haloferax volcanii, Marquage de l’ADN néosynthétisé, Microscopie à fluorescence. 
Haloferax volcanii est une archée appartenant au phylum 
euryarchaeota et à la classe des Halobacteriales. Les 
mécanismes liés à la réplication et à la réparation chez les 
archées sont très similaires à ceux rencontrés chez les 
eucaryotes, faisant d’H. volcanii un des organismes modèle 
pour l’étude de la réplication et de la biologie des archées, 
notamment car de nombreux outils génétiques sont disponibles 
chez cet organisme. De plus, H. volcanii possède la particularité 
de pouvoir avoir toutes ses origines de réplication supprimées, 
soulevant beaucoup de questions sur les mécanismes impliqués. 
Plusieurs hypothèses ont été émises sur la façon dont cette 
souche initie sa réplication, basées soit sur la dérivation des 
mécanismes liés à la réparation de l’ADN, soit sur un 
mécanisme d’initiation de la réplication indépendant des 
origines. Afin d’étudier ces mécanismes liés à la réplication, 
j’ai construit une souche d’H. volcanii capable d’incorporer des 
analogues de la thymidine dans l’ADN lors de sa synthèse grâce 
à la délétion de gènes impliqués dans la voie de biosynthèse de 
la thymidine. Des temps de cultures courts de la souche en 
présence d’un analogue permet son incorporation au niveau des 
zones actives de réplication pour marquer spécifiquement 
l’ADN néosynthétisé.   L’immunodétection de l’analogue 
incorporé à l’ADN, en travaillant en cellule entière  avec  un 
microscope à fluorescence, permet la localisation de l’ADN 
néosynthétisé, reflétant ainsi les régions où la réplication est 
active. Ces analyses révèlent majoritairement 2 à 3 régions de 
réplication actives dans des cellules en prolifération, sans 
localisation particulière. Ces régions ont déjà été observées en 
étudiant la localisation d’une protéine clé de la réplication 
(RPA2) fusionnée à la protéine verte fluorescente GFP, 
confirmant sa localisation aux zones actives de réplication. 
Une étonnante variabilité observée d’une cellule à l’autre et 
suggère une initiation probabiliste de la réplication. Il est 
également étonnant de n’observer qu’aussi peu de zones 
actives de réplication, comparé au fort taux de polyploïdie de 
cette souche. Se pose alors la question de ce à quoi 
correspondent ces zones de réplication. Pour cela, j’ai 
développé chez H. volcanii la technique de peignage 
moléculaire permettant d’isoler des molécules individuelles 
d’ADN et révéler spécifiquement les analogues incorporés 
pour pouvoir déterminer le nombre de copies du chromosome 
qui sont actives lors de la réplication, ainsi que le nombre 
d’origines actives sur chacune des copies. J’ai également 
développé une technique de Time-lapse dans le but de suivre 
ces régions au cours du temps en observant les divisions 
cellulaires directement sous le microscope. 
 
